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A catálise enzimática é uma técnica cada vez mais utilizada em diversos setores 
industriais. Isso porque as enzimas, além de apresentarem alta especificidade pelo 
substrato, representam a possibilidade de um processo ambientalmente amigável e 
não dependente de recursos fósseis. No entanto, para ampla aplicação da tecnologia 
enzimática na indústria, o fator reutilização é extremamente relevante, e representa 
um grande desafio do ponto de vista técnico-econômico. Além disso, a manutenção e 
otimização da estabilidade estrutural das enzimas durante os processos químicos 
também configura um importante obstáculo a ser superado. Nesse âmbito, a 
imobilização enzimática surge como uma alternativa para a superação dos desafios 
apresentados, visto que essa técnica pode proporcionar a melhora da estabilidade 
enzimática, além de permitir o reuso de enzimas, tornando os processos mais 
produtivos, menos onerosos, e de fato competitivos em relação às químicas 
tradicionais já adotadas. Diante do quadro apresentado, o presente estudo envolveu a 
produção, purificação parcial, imobilização e caracterização de uma pectinase de 
Aspergillus terreus, visando uma potencial aplicação das enzimas imobilizadas na 
indústria. O fungo A. terreus foi capaz de produzir diferentes holocelulases quando 
crescido em bagaço de cana-de-açúcar, com predominância de atividade da 
pectinase. Dessa forma, a pectinase foi selecionada para os estudos de purificação e 
imobilização. Após as etapas de cromatografia de troca iônica e exclusão molecular foi 
possível semi-purificar a enzima com rendimento parcial de 79,9%.  A pectinase do 
extrato bruto e a enzima parcialmente purificada foram imobilizadas em MANAE-
agarose com rendimentos de 66 e 98%, respectivamente. Após a imobilização no 
suporte MANAE, a pectinase apresentou uma maior atividade em pH ácido (pH=4), 
quando comparado a enzima não imobilizada. Também foi constatado que após o 
procedimento de imobilização houve uma melhora de até 200% na termoestabilidade 
da enzima. Ademais, foi possível reutilizar a enzima imobilizada por até 5 ciclos de 
hidrólise com efetiva produção de açúcares redutores. Por fim, os testes de aplicação 
industrial revelaram uma redução significativa na viscosidade do suco de goiaba 
quando utilizada a enzima imobilizada. Embora que para uma real aplicação industrial 
sejam necessários estudos adicionais, como de toxicidade do suporte de imobilização, 







Enzymatic catalysis is an increasingly used technique in many industrial sectors. This 
is because enzymes have high substrate specificity and represent the possibility of an 
environmentally friendly process and not dependent on fossil resources. However, for 
the widespread application of enzymatic technology in the industry, the reuse factor is 
extremely relevant and represents a major challenge from the technical-economic point 
of view. Also, the maintenance and optimization of the structural stability of the 
enzymes during the chemical processes also constitutes a major obstacle to be 
overcome. In this context, enzymatic immobilization appears as an alternative to 
overcome the presented challenges, since this technique can improve enzyme stability 
and allows the reuse of enzymes, making the processes more productive, less 
expensive, and competitive about the traditional chemicals already adopted. The 
present study involved the production, partial purification, immobilization and 
characterization of Aspergillus terreus pectinase, aiming at the application of 
immobilized enzymes in the industry. A. terreus was able to produce different 
holocellulases when grown in sugarcane bagasse, with predominance of pectinase 
activity. Thus, pectinase was selected for purification and immobilization studies. After 
the steps of ion exchange and molecular exclusion  chromatography it was possible to 
semi-purify the enzyme with partial yield of 79,9%. The crude  extract pectinase and 
the partially purified enzyme were immobilized on MANAE-agarose in yields of 66 and 
98%, respectively. After immobilization in MANAE-agarose, the pectinase showed 
higher activity at acid pH (pH = 4) when compared to the non-immobilized enzyme. It 
was also found that after the immobilization process, there was an improvement of up 
to 200% in the thermostability of the enzyme. Also, it was possible to reuse the 
immobilized enzyme for up to 5 cycles of hydrolysis with effective production of 
reducing sugars. Finally, the industrial application tests revealed a significant decrease 
in the viscosity of guava juice when the immobilized enzyme was used. Although 
additional studies (such as immobilization's support toxicity) are needed for a realistic 
industrial application, the results obtained herein reveal the potential of application of 
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1. Introdução  
A utilização de enzimas pelo homem remonta os tempos mais antigos da 
civilização. Ainda nos tempos remotos os povos egípcios produziam cerveja 
e vinho por fermentação enzimática, mesmo sem a exata compreensão dos 
mecanismos envolvidos no processo. Somente no fim século XVIII a 
biocatálise foi descrita pela primeira vez, através de estudos da digestão de 
carnes por secreções de estômago (HOMAEI et al., 2013; POLAINA et al., 
2007).  
O conhecimento crescente e os recentes avanços em técnicas de 
produção, purificação, caracterização de enzimas e engenharia proteica 
despertaram grande interesse para as aplicações biotecnológicas destes 
catalisadores (HOMAEI et al., 2013; SINGH et al., 2013). Isso porque as 
enzimas apresentam alta seletividade, especificidade e atividade em 
condições ambientais, aliado ao baixo impacto ambiental gerado, quando 
comparado aos catalisadores químicos comumente utilizados nos processos 
industriais (SINGH et al., 2013; GARCIA GALAN et al., 2011). 
Diversas enzimas são comercializadas atualmente, como por exemplo, 
as amilases, proteases, lipases, celulases, e a cada dia cresce mais a 
demanda por estes produtos. Estima-se que o mercado de enzimas 
industriais movimente uma receita de até U$6.3 bilhões em 2022 (MARKETS 
AND MARKETS, 2016).  
Dentre as enzimas de grande interesse industrial, as holocelulases 
(celulases, hemicelulases e pectinases) são um grupo de notória importância 
no mercado mundial, pois podem ser empregadas em diversos processos 
industriais, incluindo a produção e beneficiamento de alimentos, bebidas e 
rações animais, indústrias de polpa de papel e celulose, produção de 
bioetanol de segunda geração (2G), entre outras (BINOD et al., 2013; LI et 
al., 2012). 
Atualmente, os principais desafios das indústrias que utilizam 
biocatalizadores são o aumento da produtividade das enzimas e o 
desenvolvimento de novas técnicas que otimizem os processos de catálise 
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enzimática (DATTA et al., 2013). Estes requisitos são imprescindíveis para 
proporcionar uma produção em larga escala e uma formulação econômica. 
Além disso, para ampla comercialização e emprego de enzimas na indústria, 
o fator reutilização é extremamente relevante, e representa um grande 
desafio técnico-econômico (KAWAGUTI et al., 2006).  
Dessa forma, a imobilização enzimática surge como uma possível 
alternativa para os desafios apresentados, pois ela pode melhorar a 
estabilidade enzimática, permitir a reutilização de enzimas, diminuir a sua 
perda no processo, e proporcionar uma fácil separação dos produtos 
gerados (WANG et al., 2010; KIM et al., 2006). 
No contexto acima descrito, foi realizada uma revisão de literatura 
publicada no periódico Journal of Molecular Catalysis B: Enzymatic (Fator de 
impacto 2.26), intitulada “An overview of holocellulose-degrading enzyme 
immobilization for use in bioethanol production” (2016). O artigo aborda o 
conceito de imobilização enzimática, discute as diversas técnicas de 
imobilização e diferentes suportes utilizados, apresenta o atual estado da 
arte sobre imobilização de holocelulases visando à aplicação na indústria, e 
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Enzymes are biocatalysts with huge potential for industry because they have speciﬁc catalytic properties, 
are easy to produce, and are environmentally friendly. These biocatalysts are remarkable molecules for 
use in the ﬁeld of bioprocessing technology. However, for certain biocatalytic processes, native enzymes 
do  not meet the requirements for  large-scale application; therefore, their natural properties need to 
be  modulated. Another consideration is that the current global demands of the biotechnology industry 
require increasing productivity of processes and reduction of costs. In this context, enzyme immobiliza- 
tion can be  a low-cost approach to the development of more robust and resistant systems to industrial 
conditions. Immobilized enzymes provide greater stability, sensitivity, and catalytic activity, than free 
enzymes do,  in addition to improved puriﬁcation processes and the potential for  reuse of the enzymes. 
Among different classes of enzymes, holocellulases are important because they have a broad application 
spectrum in  key  industries, such as  food, textiles, and biofuels, which are billion-dollar industries. We 
compiled recent reports of holocellulase immobilization achieved using different techniques, with the 
focus on the production of bioethanol, a product with growing global demand. In this review, we discuss 
the concept of immobilization, immobilization techniques, and the state of the art with respect to immo- 
bilized holocellulases. We  also discuss recent trends in  immobilization for  second-generation ethanol 
production and future prospects for industrial applications of immobilized enzymes. 
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1.  Introduction 
 
The steady growth of the world’s population has  increased the 
demands for  food,  fuel,  and energy sources. However, feedstocks 
 
∗ Corresponding author. 
E-mail addresses: eximenes@unb.br, eximenes.1@gmail.com (E.X. Ferreira Filho). 
http://dx.doi.org/10.1016/j.molcatb.2016.08.006 1381-1177/© 2016 Elsevier B.V. All 
rights reserved. 
 
from natural and nonrenewable sources are  depleted every day, 
and many are  very close to exhaustion. Considering this situation, 
there are  global efforts to search for sustainable, renewable, cheap, 
and environmentally friendly solutions to resource depletion [1]. 
Brazil  is the largest producer of sugarcane and ethanol. In 2015, 
590 million tons of sugarcane was harvested, and a large part of the 
harvest produced approximately 2.34  billion liters of ethanol. This 




market is constantly growing; a 5% increase in ethanol production is 
predicted in 2016 compared with that in 2015, with the exportation 
of >1.3 billion liters [2]. 
However, because of growing global demand for  this fuel, 
exhaustion of nonrenewable sources, and accumulation of waste 
from the processing of sugarcane (bagasse and straw) in the envi- 
ronment, there is  special interest in  exploitation of  the energy 
available in  lignocellulosic biomasses to  produce bioethanol. The 
use  of  agro-industrial waste allied to  biocatalysis has  promoted 
increased ethanol production in a sustainable and environmentally 
friendly way [3]. 
Enzymes are  biological catalysts that have great potential for 
application in different industry branches [4].  This  potential is 
attributed to the selectivity, speciﬁcity, easy production, and envi- 
ronmentally sustainable applications possible with enzymes [5]. 
Among different classes of enzymes, holocellulases are a group with 
great industrial importance because they have wide applications in 
textiles, pulp, paper, food, animal feed, and the bioethanol industry 
[6,7]. 
However, to  achieve wider application of  these enzymes in 
industry, more stable enzyme systems and economical processes 
are  required. Many industrial processes occur under conditions 
of extreme pH and temperature and generate inhibitory products 
for  enzymes. In addition, mechanisms that allow the use  of small 
amounts of  enzymes or  enable their reuse are  also  required to 
reduce overall costs [8–10]. These requirements are  essential for 
increasing productivity and providing large-scale economic formu- 
lations [5]. 
To meet all  of  these needs, enzyme immobilization is  one of 
the tools suggested by  many researchers  [5,11–14]. Immobiliza- 
tion appears to be an effective alternative method because it allows 
reuse of enzymes, decreases their loss,  provides easy separation of 
products, increases chemical and physical stability of the enzymes, 
decreases their inhibition, and increases their speciﬁcity and selec- 
tivity [15,16]. When performed correctly, enzyme immobilization 
enhances the productivity of  processes, decreases overall costs, 
and provides an economical and environmentally friendly catalysis 
approach [17]. 
To the best of our  knowledge, this is the ﬁrst review of 
holocellulase immobilization studies. We  discuss techniques and 
methods for  enzyme immobilization and present the state of the 
art of  research in  this ﬁeld, with a  focus on  the immobilization 
of  cellulolytic and hemicellulolytic enzymes and their potential 
applications in industry, especially in the bioenergy sector for pro- 
duction of second-generation bioethanol. 
 
 
2.  Holocellulose-degrading enzymes 
 
Holocellulose is the carbohydrate portion of lignocellulose and 
holds most of  the energy contained in  this vegetal component. 
Among the enzymes that show holocellulose activity, xylanase, 
mannanase, endoglucanase, and exoglucanase have important 
roles in breakdown of the polysaccharide backbone [18,19]. In 
addition to  holocellulases, other recently discovered proteins and 
nonhydrolytic enzymes also  have important roles in breaking and 
depolymerizing lignocellulose. These molecules are  expansins and 
auxiliary activity enzymes. Swollenin has   the ability to  disrupt 
hydrogen bonds, reduce cellulose crystallinity, and increase cel- 
lulase accessibility [20,21]. Lytic polysaccharide mono-oxygenases 
are  metalloenzymes that oxidize the glyosidic bonds in cellulose, 
hemicellulose, and chitin. They  are  able to  increase the activity 
of classic glycosyl hydrolases by acting synergistically with these 
enzymes in the deconstruction of lignocellulosic biomasses [22,23]. 
All enzymes described in this review can  be  used for  immobi- 
lization processes, but we  have chosen to focus on  holocellulases, 
a group of enzymes with broad industrial applications, mainly in 
bioethanol production. 
The  ligninolytic enzymes are  also  extremely important for  the 
degradation of lignocellulose; however, these enzymes will  not be 
discussed in depth because a review in the literature focusing on 




3.  Enzyme immobilization 
 
Enzyme immobilization can  be  deﬁned as  the conﬁnement of 
free/soluble enzymes to a phase (matrix, support, or aggregate) dif- 
ferent from a substrate or product [5,12]. This approach overcomes 
most of the restrictions of industrial processes, such as low thermal 
stability, low  pH stability, loss  of catalytic activity after one cycle, 
enzyme inhibition by  substrates or  by-products, loss  of  enzyme 
during product separation, and difﬁculty in  the puriﬁcation step 
[14,24–26]. 
Immobilization increases the thermal stability and provides 
greater stability of the enzyme under pH and temperature extremes 
because  immobilization  provides  a  more  rigid external  back- 
bone for  enzyme binding. Thus,  the effect of high temperature or 
extreme pH in the breaking of interactions or the unfolding of sec- 
ondary/tertiary structures of enzymes are  minimized [27]. 
The  same explanation also  applies to  the retention of activity 
after several cycles of use,  the reduction in enzyme inhibition, and 
the increase in  storage stability because enzymes are  less  acces- 
sible to  interactions caused by  inhibitory and denaturing agents, 
which makes them less  exposed to these agents. Moreover, immo- 
bilization also  decreases mass transfer by  reducing the diffusion 
of substrates and other inhibitory agents for  the enzymes. Thus, 
immobilization can  decrease the afﬁnity of an  enzyme for  a sub- 
strate but it can  also  reduce the interference of external agents in 
enzyme catalysis [26,27]. 
Although immobilization allows the functional optimization of 
enzymes, this process also  has  an  impact on  the catalytic activity. 
An enzyme may be  denatured and lose  its  activity when solubi- 
lized in the immobilization medium or during the binding step of 
immobilization process. Immobilization generally promotes new 
interactions between the enzyme and support, which in turn can 
change the ﬁnal conﬁguration of the biocatalyst and its  catalytic 
activity [13]. Within the same context, ionic strength and pH in the 
immobilization medium may lead to denaturation of the enzyme. 
Factors linked to  the immobilization process itself can  also  cause 
loss  of enzyme activity. As previously mentioned, the decrease in 
mass transfer between enzyme and substrate caused by the immo- 
bilization process generates diffusion problems that lead to loss  of 
afﬁnity and activity of the enzyme. Furthermore, it is known that 
the binding site and the active site of the enzyme play a crucial role 
in catalysis and, during the immobilization process, these sites can 
be blocked or distorted, which results in loss of activity [11,27–29]. 
However, these difﬁculties may be solved with the most appro- 
priate choice of the support material and immobilization approach 
to the desired objective. For example, there are approaches that use 
a one-point attached derivative, which are  hydrophilic, long and 
ﬂexible spacers that mimic the soluble enzyme [30].  The  design 
and the selection of more controlled immobilization approaches 
(and nonrandom) are  also  plausible solutions to  obtain suitable 
enzyme orientation and relevant activity. Hernandez et al.  [31] 
reported that different immobilization approaches can  result in 
different oriented enzyme molecules, depending upon the immo- 
bilization approach [13,31]. The use  of non-porous nanomaterials 
is an alternative to solve the substrate diffusion problems, as they 
have reduced mass-transfer limitations, which decrease the loss of 
catalytic activity of the enzyme [32].  Furthermore it is important 




to assess the cost-beneﬁt ratio. In some cases, the loss  of catalytic 
activity is less  important when compared to  a gain of functional 
properties, such as thermal stability, reuse, etc. 
Other beneﬁts of  immobilization are  enzyme reuse with 
decreased enzyme loss  and easy separation of generated products, 
all provided by simple isolation of material support from the reac- 
tion medium. In other industrial applications, such separation is 
a complex process involving the use  of highly concentrated solu- 
tions of  products. Immobilized enzymes can  be  separated from 
products by physical removal of support when macro carriers are 
used, through precipitation, ﬁltration or magnetism, depending on 
the characteristics of  the support  material  [27,33]. The  physical 
removal, ﬁltration and precipitation are  simple and inexpensive, 
but do  not provide a high recovery of the biocatalyst and do  not 
allow a good separation and recovery of products. The  precipita- 
tion and ﬁltration processes also  generate aggregates and clusters 
of enzymes, which will change their catalytic activities. These pro- 
cesses are  also  more vulnerable to contamination [27,33,34]. 
Magnetic separation is  an  emerging technology that uses 
magnetism  to   efﬁcient  separation  of   iron-magnetic  particles. 
In  particular, the magnetic nanoparticles exhibit superparamag- 
netism, which means that the particles are  attracted by a magnetic 
ﬁeld, but not retain any   residual magnetism after the  ﬁeld is 
removed. Therefore, the superparamagnetic particles in suspension 
can  be  removed of the solution using a magnet external, without 
the formation of enzyme agglomerates after removal of the external 
magnetic ﬁeld [35]. 
There are  several studies describing the use  of  magnetic 
nanoparticles for  the immobilization of  enzymes, however this 
technique is more complex, expensive and requires the synthesis 
of nanoparticles [36,37]. 
The  selection of both the immobilization strategy and immo- 
bilization support directly affects the biocatalyst’s properties. An 
ideal support must be  accessible and have certain characteristics, 
such as  inertness, physical strength, regenerability, and stability. 
A support also  should be  able to  increase enzyme speciﬁcity and 
activity and must decrease product inhibition, microbial contami- 
nation, and nonspeciﬁc adsorption [38]. 
 
 
3.1.  Immobilization techniques 
 
Each  industrial process requires a speciﬁc operating condition 
for the desired product. Thus, selection of the immobilization tech- 
nique is an  extremely important step in  the overall process and 
can  lead to  reductions in  time and costs [39].  The  main immo- 
bilization techniques are  adsorption, crosslinked enzyme crystals 
(CLECs) and crosslinked enzyme aggregates (CLEAs), covalent bind- 




3.2.  Support materials 
 
The  properties of  immobilization systems are  deﬁned by  the 
enzyme and support characteristics. The  interactions between 
enzyme and substrate properties generate speciﬁc chemical, bio- 
chemical, mechanical, and kinetic properties  [11].   All  supports 
belong to  three categories: synthetic organic polymers, biopoly- 
mers, and inorganic solids [40]. 
Among synthetic polymers, the most used are acrylic resins; e.g., 
Eupergit C and polyketones polymers [41–43]. The most reported 
biopolymers are water-insoluble polysaccharides, such as cellulose, 
starch, agarose, and chitosan. There are  many studies on  hydro- 
gels, such as polyvinyl alcohol [40,44–46]. Finally, among inorganic 
solids, there are  several reports of silica, mesoporous silica, alu- 




Fig.  1.  Potential approaches of holocellulase immobilization. 





Immobilization of cellulolytic and hemicellulolytic enzymes by  different approaches and their industrial applications. 
 
Enzyme Support material and technique  Suggested application References 
Cellulase (commercial)  CLEAs by  plasma immersion ion 
implantation 




Meicelase (commercial cellulase from 
T. reesei) 
Aminosilica-1 (adsorption)  Cellulose hydrolysis  [69] 
Celluclast (commercial cellulase from 
T. reesei) and Novozymes 188 
(commercial {3-glucosidase from A. 
niger) 
Polyurethane foam (adsorption)  Cellulose hydrolysis and ethanol 
industry 
[70] 
Cellulase (from T. reesei) Silicon wafers and amino-terminated 
surfaces (adsorption) 
Ethanol industry  [71] 
C30  (commercial celulase from T. 
reesei) 
DEAE-Macrosorb (adsorption)  Cellulose and lignocellulose hydrolysis  [72] 
Cellulase (commercial from T. reesei) 
Cellulase (from T. reesei) 
Mesoporous silica and mesoporous 
silica nanoparticle (adsorption) 
Ethanol industry  [73]  [74] 
Xylanase (from T. reesei) Calcium alginate gel  (entrapment) Cellulose hydrolysis, pulp, paper, and 
feed industries 
[75] 
Celluclast BG (commercial cellulase) 
and Pentopan Mono BG (commercial 
xylanase) 
PectinexTM 3X (commercial cellulase 
and xylanase from A. niger) 
Xylanase (from Aspergillus sp.) 
Alginate-chitin and chitosan-chitin 
(adsorption and CLEA’s) 
 
Eudragit L-100 (adsorption and 
covalent binding) 
Eudragit S-100 (adsorption) 
Textile, pulp, paper, feed, biofuel, 
animal feed industries 
 
Ethanol, paper, and pulp industries 





[77]  [78] 
Endo-glucanase, exo-glucanase, and 
{3-glucosidase 
Cellulase (commercial from T. reesei) 
Xylanase (commercial from 
Thermomyces lanuginosus) 
{3-glucosidase (commercial from A. 
niger) 
Xylanase (commercial from 
Thermomyces lanuginosus) 
Xylanase (recombinant from 
Neocallimastix frontalis) 
Au-doped magnetic silica 
nanoparticles (covalent binding) 
Magnetic nanoparticle (covalent 





Metal-chelate matrix (adsorption and 
covalent binding) 
Cellulose hydrolysis  [79] 





Xylan hydrolysis  [83] 
Xylanase NS50014 (commercial)  Agarose and chitosan (covalent 
binding) 
Xylanase (from A. niger) Dialdehyde-cross-linked chitosan 
(covalent binding) 
Pulp bleaching  [84] 
 
Xylan hydrolysis  [85] 
Xylanase (commercial from T. reesei) 
Novozymes 188 (commercial 
{3-glucosidase from A. niger) 
 
Xylanase (recombinant from T. reesei) 
Xylanase and {3-xylosidase (from A. 
niger) 
Polysulfone acrylate membranes 
(covalent binding) 
Silica gel  and kaolin carriers 
(adsorption and covalent binding) 
Poly (ethylene glycol) methyl ether 
500 (covalent binding) 
Tannin-chitosan, Dowex-50W, 
chitosan, polyacrylamide (adsorption, 






Production of xylo-oligosaccharides 







Pulpzyme (commercial xylanase) Radical grafting of acrylamide on 
cellulose acetate membranes (covalent 
binding) 
Xylan hydrolysis  [90] 
Xylanase (from Talaromyces 
thermophilus) 




Metal-chelate Eupergit C (covalent 
binding) 
Production of xylo-oligosaccharides 
Pulp, paper, food, and feed industries, 
and xylo-oligosaccharides production 
[91,92] 
 
With the advent of nanotechnology in  the XXI century, nano- 
materials have attracted the attention of researchers in  the ﬁeld 
of enzyme immobilization. The  main reason for  this attraction is 
related to the fact  that these nanoparticles show high volume/size 
ratio. Consequently, this may result in reducing the size of the biore- 
actors, since it is possible to load a greater amount of enzyme per 
unit weight of the carrier [47]. 
Nanomaterials constitute interesting and emerging matrices 
for  enzyme immobilization. Some studies using nanomaterials as 
immobilization agents, such as  gold  and magnetic nanoparticles, 
carbon nanotubes, carbon derivatives, have also   been reported 
[15,32–36,47–56]. 
Within the concept of nanotechnology, nanoporous materials 
are  type of supports which consist of organic or  inorganic regu- 
lar  structures (bulk materials or  membranes) containing pores of 
100 nm or less. These materials can be manufactured and also found 
in  nature  [55,56]. Nanoporous materials have special properties, 
including catalytic, diffusion, sensory and adsorptive properties. 
Examples of these material supports are  actived carbon, cells, 
mesoporous titanium dioxide, aerogels, polycarbonate and mem- 
branes [48–56]. 
 
4.  Immobilized cellulolytic and  hemicellulolytic enzymes 
and  their applications 
 
Several studies describing cellulase and hemicellulase immo- 
bilization on  different supports are  found in the literature. These 
studies are  presented in  Table  1, and the most relevant are  dis- 
cussed in the following sections. 
 
4.1.  Cellulases 
 
Different approaches and material supports have been used for 
cellulase immobilization, which have led in most cases to optimiza- 




tion of enzyme characteristics, such as thermostability, reusability, 
and gain of activity. 
One  of  the ﬁrst reports of  cellulase immobilization was a  {3- 
glycosidase of  Aspergillus  niger   and  cellulase from Trichoderma 
reesei  [57].  These enzymes were covalently co-immobilized to  a 
hydrophilic polyurethane matrix. The  co-immobilized enzymes 
were applied in the hydrolysis of soluble and insoluble cellulose and 
showed increases of 2.5 and four  times in glucose production from 
that of the respective free  enzymes. Furthermore, immobilized {3- 
glycosidase was highly stable, with 95% of the activity retention 
after 1000 h of continuous use. Jones and Vasudevan [58] developed 
CLEAs of T. reesei  cellulase and 1-ethyl-3-methylimidazolium. The 
CLEAs were used in  the hydrolysis of cellulose and presented an 
initial reaction rate 2.7 times higher than that of the free  enzyme. 
In addition, the immobilized enzymes were re-used ﬁve  times in 
hydrolysis. 
Other parameters  commonly optimized by  enzyme immobi- 
lization are  temperature and pH.  A cellulase from T. reesei  was 
immobilized by  entrapment in  a calcium alginate matrix, which 
resulted in  immobilization efﬁciency (difference between  initial 
and ﬁnal protein amounts, after immobilization process) of approx- 
imately 84%. This  immobilized enzyme exhibited a gain of 5 ◦ C in 
optimum temperature relative to that of the free  enzyme and had 
higher activity in  acidic pH  at approximately pH  4.5.  In addition, 
this system was re-used several times, with activity retention of 
20.3% after eight cycles, which suggested the value of immobilized 
enzymes in industry [59]. 
Chen  et al. [60]  and Jabasingh [61]  conducted immobilization 
studies of  a  commercial {3-glycosidase  and A. nidulans cellulase 
in  magnetic nanoparticles and activated carbon surfaces, respec- 
tively. Both  found that, although the kinetic parameters (Km  and 
Vmax ) were affected, the immobilized enzymes showed increases in 
the thermostability and operational stability, and they were reused 
about 15 times with 90% of the activity retention. The authors sug- 
gested that the increases in Km  and decrease in Vmax   were due to 
a higher number of interactions between the enzyme and support 
that promoted a smaller mass transfer from reaction medium to 
immobilized system. The  immobilization decreased the substrate 
diffusion into the support interstices and decreased the substrate 
afﬁnity of the enzyme and the reaction speed. 
An immobilization study of endoglucanases onto superparam- 
agnetic nanoparticles suggested other beneﬁts and applications 
of  immobilization.  According to   Khoshnevisan et  al.  [62],   the 
high capacity of enzyme adsorption (31 mg/g) onto paramagnetic 
nanoparticles can be used for puriﬁcation and long-term storage of 
such enzymes and can  reduce the amount of enzymes required for 
industrial applications. 
Hegedus and  Nagy   [63]   immobilized endoglucanase, endo- 
xylanase, and {3-xylosidase  on   a  thin layer of  polyacrylamide. 
They  observed that the optimum temperature was 50 ◦ C, which 
resulted in a two-fold increase in the half-lives of these immobilized 
enzymes from those of the free  enzymes. 
In  another study, Borges et al.  [64]   observed increased sac- 
chariﬁcation of sugarcane bagasse using a commercial cellulose, 
Accellerase 1500, supplemented with a commercial {3-glucosidase, 
Accellerase from T. reesei,  immobilized on  polyacrylic resins and 
agarose. According to  the authors, supplementation with immo- 
bilized {3-glucosidase decreased the inhibitory effect of  some 
compounds and increased conversion rates by approximately 40% 
after 96 h of reaction. 
Commercial cellulases have also  been immobilized by  cova- 
lent and noncovalent methods on a soluble matrix, Eudragit L-100, 
and were applied in  steam-exploded straw hydrolysis [65].  The 
optimum temperature remained unchanged from that of the free 
enzymes; however, the immobilized enzymes were more stable 
during storage at 4 ◦ C than were the free  enzymes and retained 
50% of their activities after 5 cycles of hydrolysis. 
Lee et al. [66,67] co-immobilized a cellulase and an  isomerase 
from T. reesei and Streptomyces rubiginosus, respectively onto Fe3O4 
loaded mesoporous silica nanoparticles (Fe3O4-loaded MSN). They 
used this system for a continuous cellulose-to-glucose and glucose- 
to-fructose conversion. This platform has  generated a new concept 
of direct sequential conversion of cellulose to fructose, and reached 
high fructose yield up  to  50%, which is  the same yield obtained 
when using the free enzyme. In turn, fructose can be converted into 
5-hydroxyfurfural (HMF),  being a platform for  obtaining biofuels 
such as 2,5-dimethylfuran (DMF). In addition, the use  of enzyme- 
immobilized Fe3O4-loaded MSN  provides excellent stability and 
recyclability. 
 
4.2.  Hemicellulases 
 
Most of the studies on hemicellulase immobilization use  endo- 
{3-1,4-xylanase  and {3-xylosidases.  Bibi  et al.  [93]  reported high 
thermostability and 79% of activity retention at 80 ◦ C for  30 min 
when an endo-{3-1,4-xylanase from Geobacillus stearothermophilus 
was immobilized on agar gel matrix by entrapping. The free enzyme 
had no  activity at that temperature. They  also  reported high efﬁ- 
ciency in  recycling over six  reaction cycles with minimal loss  of 
activity. 
Xylanase from A. tamarii was covalently immobilized on Duolite 
A147 pretreated with glutaraldehyde [94]. The immobilized system 
showed a lower optimum pH and a higher optimum temperature 
than the free  enzymes did.  The half-lives of the free  enzyme were 
186,  93, and 50 min at 40, 50, and 60 ◦ C, respectively, and those of 
the immobilized enzyme at the same temperatures were 320,  136, 
and 65 min. Moreover, the inhibitory effects of metals and ions were 
also  investigated and were less  pronounced on  the immobilized 
enzymes. 
A general beneﬁt arising from immobilization is  the gain in 
enzyme activity. Yan  et al.  [95]  reported an  80% increase in  the 
enzymatic activity of xylanase immobilized on nanoporous gold. In 
another study, an  Armillaria gemina xylanase was immobilized on 
silicon oxide nanoparticles with 117% of immobilization efﬁciency 
[96].  Immobilization of xylanase promoted a shift in  the optimal 
pH and temperature of the enzyme and gave a four-fold increase in 
the half-life of the biocatalyst, 38% xylo-oligosaccharides produc- 
tion, and still  showed 92% activity retention even after 17 cycles of 
use. 
The  response surface methodology was applied to  xylanase 
immobilization on  different supports. Pal and Khanum [97]  cova- 
lently immobilized xylanase from A. niger  on an alginate-activated 
matrix. The  optimized immobilization process showed 91% efﬁ- 
ciency, an  increase of  5 ◦ C in  the optimum temperature of  the 
enzyme, and increases in thermostability of approximately 67% at 
45 ◦ C and 15% at 70 ◦ C. Thermodynamic studies have indicated that 
the increase in enthalpy (�H◦ ) and free energy (�G◦ ) after immobi- 
lization contributed to the increased thermal stability of xylanase 
when immobilized. In  that study, immobilization also  overcame 
the problem of  reduced permeability of  xylan (attributed  to  its 
high molecular weight), which enabled greater accessibility of the 
xylanase to the substrate. 
Another study also  employed the same response surface 
methodology for optimization of biobleaching conditions through 
the use  of xylanase from A. ﬁscheri immobilized on  a polystyrene 
matrix [98].  An expanded bed bioreactor was developed using 
immobilized enzymes  for   paper  pulp bleaching in  continuous 
mode. The ideal temperature of the reaction was 60 ◦ C, and there 
was a reduction of 87% of the kappa number. The system appeared 
more effective than  the conventional chlorine-based bleaching 
pulp. A xylanase of  S. olivaceus and  S. viridis  were immobilized 




on  Eudragit S-100 polymer and applied in  hydrolyzing the corn- 
cob  powder pretreated with 2% NaOH  solution. Kinetic studies 
showed marginal increases in Km values and signiﬁcant increases in 
Vmax  values after enzyme immobilization. According to the authors, 
slight increases in Km  have been reported when insoluble or solid 
supports were used. The ﬁnal extent of xylan hydrolysis of corncob 
by the immobilized enzymes was higher (84%) than that of the free 
enzymes (79%) [99]. 
An interesting and frequent ﬁnding is that some xylanases, when 
immobilized, tend to  hydrolyze xylan short chains and produce 
xylobiose and xylotriose; free  xylanase initially gave oligomer pro- 
duction with a higher degree of polymerization, which suggested 
that the xylanases act on long (insoluble) and short (soluble) xylan 
chains [92,100]. 
In addition to providing optimized biochemical and biophysical 
characteristics of enzymes, immobilization can be used as a tool for 
different purposes. For instance, Shah et al. [101] applied carbon 
nanotubes for  simultaneous puriﬁcation and refolding of  dena- 
tured xylanase. In  the ﬁrst approach, the researchers performed 
denaturation of the puriﬁed enzymes at different concentrations 
of  urea. Denatured enzymes showed only 5% retention of  activ- 
ity. After  immobilization onto carbon nanotubes, 55% retention of 
activity was observed, which suggested that there was a refolding 
of the enzymes. Fourier-transform infrared spectroscopic analysis 
showed that denatured enzymes regained their secondary struc- 
tures when immobilized onto carbon nanotubes and that they 
acquired structures very similar to those of native xylanases. 
In the second approach, to  investigate whether carbon nano- 
tubes could be used as a puriﬁcation matrix, the same experiment 
was repeated with crude xylanase (commercial preparation with- 
out puriﬁcation). Under similar experimental conditions, 92% 
activity was recovered. Therefore, carbon nanotubes  acted as  a 
hydrophobic matrix for  selective binding of  xylanase. This  phe- 
nomenon is  similar to  that observed in  methods routinely used 
for puriﬁcation by hydrophobic interaction chromatography [101]. 
This  study suggests the possibility of different and simultaneous 
applications for immobilization. 
 
 
5.  New trends in immobilization for bioethanol production 
 
Recent studies have reported new immobilization strategies for 
applications in  the bioethanol industry. These strategies include 
the use  of new and technological supports with speciﬁc proper- 
ties that assist in  the optimization of  enzymatic properties, use 
of  co-immobilized enzymes with different actions for  promot- 
ing   synergism, development  of  mathematical  models based in 
co-immobilized yeasts and enzymes for  bioethanol production 
optimization, co-cultivation and co-immobilization of microorgan- 
isms for simultaneous sacchariﬁcation and fermentation processes 
(SSF), and creation of immobilized cell-free systems. 
Nanoparticles have been widely studied and applied in various 
ﬁelds, such as  bioremediation, drug delivery, biomedical, biosen- 
sors, and enzyme immobilization. However, there are  few  studies 
about holocellulase immobilization [102,103]. The use  of nano- 
materials in  immobilization can  increase the catalytic efﬁciency 
of  enzymes by  increasing enzyme loading because of  the large 
surface areas of  these nanoparticles. Furthermore, many nano- 
materials exhibit speciﬁc properties, such as  high mechanical 
strength, low  mass transfer resistance, and electrical and thermal 
properties. Such  properties help in product separation processes, 
promote greater accessibility of enzymes to substrates, and create 
greater resistance to  abrupt changes in environmental conditions 
[102–104]. 
Cherian et al.  [105] assessed the hydrolysis and bioethanol 
production efﬁciency of different organic residues through immo- 
bilization of cellulase from A. fumigatus onto MnO2 nanoparticles. 
In this case,  enzymes were immobilized by  covalent binding and 
subjected to  simultaneous sacchariﬁcation and fermentation pro- 
cesses for which pretreated sugarcane bagasse and Saccharomyces 
sp.  were used, respectively. The  enzyme immobilization, besides 
optimizing parameters, such as enzymatic activity, optimum tem- 
perature, and thermal stability, caused a signiﬁcant increase in the 
production of reducing sugars and consequently promoted higher 
production of bioethanol than those of free  enzymes (21.96 g/L and 
18 g/L, respectively). 
A study performed by  Lee  et al.  [106] investigated optimiza- 
tion of {3-glucosidase properties immobilized using two different 
approaches: CLEAs of  {3-glucosidase  and CLEAs of  {3-glucosidase 
immobilized on  polymers containing magnetic nanoparticles. The 
{3-glycosidase activity was about 36-times higher for  polymer 
nanoﬁber  CLEAs. After   20 days  of  incubation,  CLEAs immobi- 
lized on  polymer nanoﬁbers retained 91% of their activity, whilst 
CLEAs alone retained  33%.  Furthermore, immobilized enzymes 
on  nanostructured support were more easily recycled by  mag- 
netic separation. The  researchers suggested possible applications 
of  these immobilized enzymes on  magnetic ﬁbers for  cellulosic 
ethanol production. 
Damásio et al. [107] conducted a study of co-immobilization of 
hemicellulases aimed at achieving synergism of catalytic actions 
and optimization of bioethanol production processes. Arabinofu- 
ranosidase and endoxylanase of two isolates of A. nidulans were 
co-immobilized and separately immobilized on  a glyoxyl agarose 
matrix and were subsequently applied in  arabinoxylan hydroly- 
sis. Enzymes immobilized separately but used simultaneously had 
higher hydrolysis efﬁciency and consequent higher product yield; 
however, hydrolysis using a co-immobilized multienzyme complex 
resulted in direct release of xylose and arabinose from the arabi- 
noxylan substrate, which was very advantageous for application of 
these monosaccharides in bioethanol production. 
Staniszewski et al.  [108,109] conducted optimization studies 
of bioethanol production using predictive mathematical models. 
To  generate the data, they used co-immobilized Saccharomyces 
cerevisiae and {3-galactosidase. The  enzyme was crosslinked with 
glutaraldehyde and the yeast was entrapped in a sodium alginate 
matrix. According to the authors, the model can be used for predict- 
ing  the degree of sugar utilization and ethanol productivity in the 
bioreactor, for investigation of the inﬂuence of operating conditions 
on fermentation yield and product concentration. 
The approach of co-immobilization and co-cultivation of fungi 
spores and yeasts have been proposed for optimizing the produc- 
tion of bioethanol via SSF [110]. The researchers used sweet potato 
as carbon source for  bioethanol production by co-cultivation and 
co-immobilization of saccharolytic fungi (A. oryzae and Monascus 
purpureus) and yeast (S. cerevisiae). The  authors noted that the 
yeast immobilized on  a gel matrix showed high viability (95.70%) 
in 6% ethanol, which suggested that immobilization increases the 
tolerance of  yeast to  ethanol. It  has  also  been reported that co- 
immobilization of yeast with A. oryzae and M. purpureus in  a 1:2 
ratio gave a high rate of bioethanol production, 4.08  (v/v)  and a 
high YE/s  (yield of ethanol production/consumption starch) after 
9 days of fermentation. This  approach has  been considered to  be 
very promising for applications in the bioethanol industry. 
 
 
6.  Future prospects 
 
For industrial applications of immobilized complexes, the most 
important requirement is that a method can  potentially be scaled 
up  for  large-scale production. Although most studies have pre- 
sented interesting and promising data, most have only been applied 
at laboratory scale. Maintaining the robustness and efﬁciency of 




small-scale systems during scale-up is  a  common difﬁculty in 
the development of many technologies at the industrial level, so 
consideration must be  given to  this problem during research on 
potential applications. 
Another desired future target is the development of methods to 
efﬁciently immobilize enzyme cocktails for hydrolysis of complex 
substrates, such as agroindustrial wastes, for use  in degradation of 
lignocellulosic biomasses. Allied to this, the construction of reactors 
adapted to  these immobilized systems is  a necessary goal  to  be 
achieved for ethanol production with high productivity on a large 
scale. 
Screening of new material supports for use  in immobilization is 
very important, with the aim of increasing enzyme loading, activity, 
and stability to  decrease process costs [111]. Therefore, emerging 
technologies, such as  nanotechnology, should be  considered and 
thoroughly investigated. The major premise of using nanomaterials 
for  immobilization is to  reduce diffusion limitations and increase 
the surface area to increase enzyme loading [112]. Furthermore, the 
physical characteristics of nanomaterials, such as particle mobility, 
thermal stability, increased surface area, and irradiation resistance, 
can  affect the catalytic activities of enzymes and consequently be 
used to optimize industrial processes [113]. However, there are few 
studies involving nanoparticles and carbon nanotubes in holocel- 
lulase immobilization. 
A common difﬁculty in  all  immobilization methods is  their 
strictly speciﬁc nature. In  this context, discovery, development, 
and manufacture of unique and universal immobilization supports 
capable of binding to all types of biocatalysts are  needed. 
Finally, development of optimized technological devices capa- 
ble  of being adapted to  various reactors and in  various stages of 
industrial processes may lead to  broad application of effective, 
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2. Objetivo geral da tese 
A presente tese objetivou a realização de estudos de imobilização de 
uma holocelulase (pectinase) produzida pelo fungo Aspergillus terreus, 
visando à compreensão dos mecanismos envolvidos na imobilização 
enzimática, e a avaliação do potencial de aplicação dessa tecnologia. Para 
tal, foram executados testes de seleção da enzima e suporte para 
imobilização, e realizados estudos de caracterização e comparação entre 
enzima livre e imobilizada. 
 
3. Justificativa geral da tese 
A demanda atual por processos industriais sustentáveis que enquadrem 
nos princípios de química verde têm tornado a catálise enzimática uma 
alternativa cada vez mais atrativa para aplicação em diversos setores.  
Diferentemente dos catalisadores químicos, as enzimas são capazes de 
discriminar reações, substratos, partes específicas das moléculas e, até 
mesmo, isômeros óticos. Entretanto, além de possuírem um alto custo de 
produção, a grande maioria das enzimas exibe alta atividade catalítica 
somente em condições ambientais brandas (SOUZA et al., 2017; SINGH et 
al., 2013). Essas propriedades intrínsecas das enzimas torna-as, a maioria 
das vezes, inviáveis para aplicação em muitos dos processos industriais em 
larga escala. Além disso, o uso de catalisadores de alto custo, como no caso 
das enzimas, requer processos de recuperação e reutilização para tornar o 
processo economicamente viável (HOMAEI et al., 2013). 
Dessa forma, a imobilização enzimática tem sido considerada uma das 
alternativas mais promissoras para tornar competitiva a aplicação das 
enzimas na indústria. A imobilização pode proporcionar a otimização da 
estabilidade e das propriedades naturais da enzima, além de promover a 
recuperação e reutilização do biocatalisador, e proporcionar uma fácil 
separação dos produtos gerados (SHELDON, 2007). É importante ressaltar 
que esta técnica pode ser utilizada em conjunto com outras abordagens que 
visem à otimização das propriedades enzimáticas, como engenharia 
proteica, biologia molecular e computacional. 
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Várias enzimas e suportes naturais e sintéticos já foram avaliados 
quanto à sua eficiência na imobilização enzimática (ES et al., 2015; 
ASGHER et al., 2014; DATTA et al., 2013; GARCIA GALAN et al., 2011; 
WANG et al., 2010). No entanto, até o presente momento, não foi relatado 
um método universal aplicável para todas as enzimas e suportes. Dessa 
forma, tornam-se imprescindíveis estudos e investigações na área de 
imobilização enzimática para um maior conhecimento e aperfeiçoamento de 
técnicas para fornecer novas perspectivas para o setor industrial. 
Para o presente estudo foram escolhidas como ferramenta de trabalho 
as holocelulases, pois elas são enzimas com grande potencial de aplicação 
em diversos setores, sendo excelentes candidatas para imobilização 
enzimática e aplicação em processos industriais. 
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A pectina é um polissacarídeo complexo contido na lamela média e 
parede celular primária das plantas superiores, e representa cerca de um 
terço do peso seco do tecido vegetal (FISSORE et al., 2013; GUPTA et al., 
2008; JAYANE et al., 2005). Ela é constituída de uma longa cadeia linear de 
ácidos galacturônicos unidos por ligações do tipo α-1,4, parcialmente 
esterificados por grupos metil éster, podendo conter cadeias laterais de 
arabinose, galactose e xilose (VORAGEN et al., 2009; SILVA et al., 2007). 
As pectinases são um grupo heterogêneo de enzimas de alta massa 
molecular que agem sinergicamente na degradação das substâncias 
pécticas. Essas enzimas são amplamente distribuídas em bactérias, fungos 
e plantas (GUMMADI and PANDA, 2003). No entanto, as pectinases de 
origem microbiana são as mais comumente utilizadas, e representam cerca 
de 10% da produção total de enzimas no mercado mundial (KHOLI et al., 
2015). 
As enzimas pectinolíticas podem ser classificadas de acordo com suas 
propriedades físico-químicas e seu mecanismo de ação. Considerando as 
propriedades físico-químicas, as pectinases podem ser divididas em ácidas 
e alcalinas (KASHYAP et al., 2001). As pectinases ácidas são amplamente 
utilizadas na indústria alimentícia de sucos e vinhos, e possuem origem 
predominantemente fúngica, com prevalência no gênero Aspergillus 
(HEERD et al., 2012; KASHYAP et al., 2001). Já as pectinases alcalinas são 
mais comuns em bactérias, principalmente do gênero Bacillus, e são 
empregadas no tratamento de resíduos industriais e maceração de fibras 
vegetais (KASHYAP et al., 2001). 
Em relação ao mecanismo de ação, essas enzimas podem ser 
classificadas em pectinas esterases, poligalacturonases, pectato liases e 





Figura 1 - Diferentes tipos de pectinases e  suas ações sobre a pectina. As setas 
indicam o local de ação da enzima. (a) R = H para PG e CH3 para PMG, (b) PE,        
(c) R = H para PGL e CH3 para PL. PG: poligalacturonase, PMG: 
polimetilgalacturonase, PE: pectina esterase, PGL: pectato liase, PL: pectina liase. 
Fonte: GUMMADI and PANDA, 2003. 
 
As polimetilgalacturonases (PMG) realizam a hidrólise de ligações do 
tipo α-1,4 no cerne da estrutura da pectina, gerando 6-metil-D-galacturonato. 
Essas enzimas agem preferencialmente em cadeias de pectina altamente 
esterificadas (JAYANI et al., 2005). Já as poligalacturonases (PG) realizam a 
catálise de ligações do tipo α-1,4 na cadeia de ácido poligalacturônico, 
produzindo D-galacturonato. Ambos os grupos abrangem enzimas com ação 
endo-, que catalisam a quebra randômica do substrato, e exo-, que 
catalisam a hidrólise na extremidade não redutora da pectina, produzindo 
mono e digalacturonato (PEDROLLI et al., 2009). 
As pectina esterases (PE) catalisam a desesterificação do grupo metoxil, 
formando ácido péctico e metanol. Elas agem nos grupos metil-éster de 
unidades de galacturonato localizadas, preferencialmente, próximas a outras 
unidades não esterificadas (KASHYAP et al., 2001). 
As pectato liases (PGL) atuam no rompimento de ligações glicosídicas 
do ácido poligalacturônico, formando produtos insaturados através de 
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mecanismos de transeliminação. Elas também podem agir de forma endo ou 
exo no substrato (JAYANI et al., 2005). Já as pectina liases (PL) são 
enzimas que agem de forma randômica em cadeias altamente esterificadas 
de pectina, produzindo metiloligogalacturonatos insaturados, através de 
mecanismos de transeliminiação de ligações glicosídicas (PEDROLLI et al., 
2009; JAYANI et al., 2005). 
A importância comercial das pectinases deriva, principalmente, do seu 
uso na indústria alimentícia na clarificação/redução de viscosidade de sucos 
de frutas, e extração de sumo e corantes necessários para a preparação de 
néctares e purês. Adicionalmente, as pectinases também podem ser 
aplicadas nas indústrias têxteis, de papel e celulose, rações animais e 
tratamento de resíduos (SOROOR et al., 2013; RIBEIRO et al., 2010). 
Os principais entraves à exploração e ampla utilização de enzimas 
comerciais na indústria são a baixa estabilidade, baixo rendimento e alto 
custo de produção (SOROOR et al., 2013). Nesse contexto, a aplicação de 
resíduos agroindustriais como fonte de carbono, e o uso da fermentação em 
estado sólido não só reduzem o custo de produção, como também ajudam a 
superar os problemas ambientais de manejo dos resíduos sólidos (SILVA et 
al., 2002). Aliado a isso, a imobilização enzimática também representa uma 
alternativa potencial para o aumento da produtividade e redução de custos 
(WANG et al., 2010; KIM et al., 2006). 
Diante do cenário apresentado, o presente capítulo propõe a produção 
de holocelulases, através do cultivo do fungo A. terreus, utilizando o bagaço 
de cana como fonte de carbono, e a purificação dessas enzimas para 
posteriores estudos de caracterização, e futura aplicação em imobilização. 
O fungo filamentoso A. terreus foi escolhido como ferramenta de estudo, 
pois é um microrganismo capaz de secretar grandes quantidades de 
holocelulases quando crescido em substratos lignocelulósicos, como 
relatado por alguns autores (NAGHVI et al., 2013; NARRA et al., 2012; GAO 
et al., 2008)  e corroborado por estudos realizados por nosso grupo de 
pesquisa (MOREIRA, 2013; SIQUEIRA et al., 2010). Além disso, esse 
gênero é relatado como o principal produtor de pectinases ácidas 
(KASHYAP et al., 2001). 
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A fermentação em estado sólido (SSF) foi escolhida como abordagem 
para a produção de enzimas, pois quando comparada à fermentação 
submersa, apresenta-se mais vantajosa. A SSF é um procedimento de baixo 
custo, alta produtividade volumétrica, proporciona uma menor degradação 
proteica, possui uma menor probabilidade de contaminação, além de ser um 
processo mais sustentável e ambientalmente correto, uma vez que produz 
menor quantidade de água residual (SHINGANIA et al., 2010; BHARGAV et 
al., 2007; PANDEY et al., 2003; VINIEGRA-GONZALES et al., 2003). 
O bagaço de cana-de-açúcar foi selecionado como fonte de carbono 
para produção de holocelulases, pois o Brasil é o maior produtor de cana-de- 
açúcar do mundo e, dessa forma, o bagaço de cana é um resíduo produzido 
em escala crescente no país (Conab, 2018). A procura por estratégias de 
utilização desse resíduo visa minimizar os danos causados por seu acúmulo, 
objetivando o desenvolvimento sustentável (PINTO, 2012). Nesse cenário, a 
utilização do bagaço em estado sólido como indutor da produção e secreção 
enzimática pode ser uma estratégia de grande potencial para a produção de 
enzimas em larga escala. 
 
2. Objetivos específicos 
 Cultivar o fungo A. terreus em bagaço de cana por SSF. 
 Analisar o perfil enzimático do extrato bruto quanto às atividades de 
holocelulases, visando à seleção de uma enzima candidata a 
imobilização. 
 Purificar uma pectinase de A. terreus para posteriores experimentos de 




Os reagentes pectina de frutas cítricas, xilana de aveia, carboximetil-
celulose (CM-celulose) e manana foram adquiridos da Sigma-Aldrich® (St. 
Louis, MO, USA). As colunas cromatográficas HiPrep16/60 Sephacryl S-100 
HR, HiTrap Q FF e o kit de marcador de massa molecular Low Molecular 
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Weight (LMW) foram adquiridos da GE Healthcare Life Sciences 
(Piscataway, NJ, USA). 
 
3.2. Resíduos agroindustriais 
O bagaço de cana-de-açúcar foi cedido pela usina Jalles Machado, 
localizada no município de Goianésia- GO. 
 
3.3. Pré-tratamento do resíduo 
O bagaço de cana-de-açúcar foi autoclavado a 121°C por 2 horas, sendo 
posteriormente lavado em água corrente. Em seguida, o material foi 
submetido à secagem em estufa a 60°C, por 48 horas. Por fim, o material foi 
triturado em moinho industrial para obtenção de partículas com tamanho 
homogêneo. 
 
3.4. Origem do microrganismo e manutenção 
O fungo A. terreus foi isolado da compostagem de resíduos de uma 
indústria de beneficiamento de algodão, na região do Vale do Itajaí, Gaspar- 
Santa Catarina. Sua identificação morfológica foi realizada pelo Prof. Dr. 
Luís Roberto Batista, do Laboratório de Microbiologia Agrícola, da 
Universidade Federal de Lavras, Lavras-MG. A identificação molecular da 
cepa foi realizada pela Profª. Drª. Nádia Pachin, do Laboratório de Biologia 
Molecular, do Instituto de Ciências Biológicas, Universidade de Brasília 
(UnB), conforme descrito por Moreira (2013). 
O isolado de A. terreus encontra-se depositado na coleção de cultura do 
Laboratório de Enzimologia na UnB, que possui Autorização de Acesso e 
Remessa de Componente do Patrimônio Genético, com número de processo 
010237/2015-1. O local de depósito de subamostras é o Banco de 
Germoplasma de Microrganismos/CENARGEN, EMBRAPA. 
As amostras do isolado foram armazenadas em tubos contendo glicerol 





3.5. Cultivo em estado sólido  
A fermentação em estado sólido foi realizada em erlenmayers de 250 mL 
contendo 5 g de bagaço de cana pré-tratado e esterelizado, umedecidos 
com meio mínimo (KH2PO4 – 7 g, K2PO4 – 2 g, MgSO4/7H2O – 0,1 g, 
(NH4)2SO4 – 1,6 g) na proporção 1:8 (m/v), visando a obtenção de 65% de 
umidade (SIQUEIRA, 2010; SIQUEIRA et al., 2010). 
O inóculo foi realizado através da raspagem de esporos das placas de A. 
terreus e homogeneização em solução de NaCl 0,9% (m/v), previamente 
esterelizada, formando um suspensão de esporos. A contagem dos esporos 
viáveis foi realizada por meio de observação em microscópio óptico com 
auxílio de uma câmara de Newbauer. A adição do inóculo na amostra 
ocorreu através do cálculo do volume de solução de esporos correspondente 
a 1x108 esporos para cada grama de resíduo. O cultivo foi realizado em 
câmara de demanda biológica de oxigênio (BOD), a 28°C, por 7 dias, sem 
agitação (SIQUEIRA, 2010; SIQUEIRA et al., 2010). 
A extração de enzimas foi realizada através da adição de 50 mL de 
tampão acetato de sódio 50 mM pH 5, homogeneização, e incubação em 
shaker por 1h a 28°C e 120 rpm. Posteriormente, as amostras foram filtradas 
em bomba a vácuo com papel filtro, e centrifugadas para remoção dos 
esporos remanescentes (PINTO et al., 2012). Por fim, acrescentou-se azida 
sódica 0,01% às amostras, e as mesmas foram congeladas para posterior 
uso. Os cultivos foram realizados em triplicata. 
 
3.6. Determinação da atividade enzimática de holocelulases 
Para determinação da atividade de xilanase, pectinase, CMCase e 
mananase foram realizados ensaios pelo método de DNS, conforme descrito 
por Miller (1959) e adaptado por Vale (2012). Os substratos pectina, xilana e 
manana foram preparados na concentração final de 1%, enquanto que a 
carboximetilcelulose foi preparada na concentração final de 4%. Nesse 
protocolo foi utilizado 5 μL de enzima e 10 μL de substrato. A mistura foi 
incubada a 50ºC por 30 minutos. Após esse período, foram adicionados 30 
μL de DNS, e a mistura foi fervida por 10 minutos a 97°C (MILLER, 1959). 
Posteriormente adicionou-se 150 μL de água destilada. A quantidade de 
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açúcares redutores foi quantificada pela leitura da absorbância a 540 nm 
através de um leitor de placa (SpectraMax M2e, Molecular Devices Co., 
Sunnyvale, CA, EUA). 
As atividades enzimáticas foram expressas em UI/mL, sendo definidas 
como a quantidade de açúcares redutores liberados na unidade de tempo 
por mililitro de enzima (μmol de açúcar redutor/min/mL).  
Para determinação da quantidade de açúcar redutor liberado durante os 
ensaios enzimáticos foram construídas curvas de calibração com ácido D-
galacturônico, D-xilose, D-glicose e D-manose. Estas foram realizadas com 
uma solução estoque de 2 mg/mL de cada monossacarídeo, variando a 
concentração do açúcar redutor entre 0,2 - 1,6 mg/mL, totalizando o volume 
final de 15 μL. Do gráfico foi obtida a equação da reta, que foi utilizada para 
quantificar os açúcares redutores totais após a leitura. 
 
3.7. Determinação de proteínas totais 
A concentração de proteínas totais foi determinada pelo método de 
Bradford (BRADFORD, 1976), utilizando o Kit Protein Assay (Bio-Rad 
Laboratories, EUA). Uma solução de BSA (albumina sérica bovina) de 
concentração 0,1 mg/mL foi usada para construção da curva padrão. 
 
3.8. Ultrafiltração do extrato bruto enzimático 
O extrato bruto enzimático foi concentrado 10 vezes pelo processo de 
ultrafiltração, utilizando uma membrana com retenção de 50 kDa (Amicon 
Millipore Co., Bedford, MA, USA) no sistema Amicon Filtration System-
Stirred Cells, com pressão de 75 psi a 4°C. O corte da membrana foi 
selecionado baseado na alta massa molecular das pectinases (SIDDIQUI et 
al., 2012; DAMÁSIO et al., 2010; JACOB et al., 2008; SINITSYNA et al., 
2007; JAYANI et al., 2005). As alíquotas de concentrado e ultrafiltrado foram 






3.9. Purificação parcial da pectinase 
A purificação de proteínas foi realizada a 28°C, no sistema 
cromatrográfico automatizado Akta Purifier (GE Healthcare Life Sciences), 
com software Unicorn 5.0 integrado. 
Primeiramente, a fração concentrada da ultrafiltração foi dialisada contra 
tampão tris-HCl 50 mM pH 7.5, overnight, a 4°C sob agitação. A amostra 
resultante foi fracionada em coluna de troca iônica HiTrap Q FF (1mL de 
volume de coluna) pré-equilibrada com tampão tris-HCl  50 mM pH 7.5. O 
volume aplicado de amostra foi de 1 mL. Um gradiente crescente de NaCl 
(de 0 a 1 M) foi aplicado à coluna a partir do 10° tubo. Foram coletadas 28 
frações de 1mL, em um fluxo de 1mL/min. A atividade enzimática de cada 
fração foi determinada, assim como a absorbância a 280 nm. As frações 
correspondentes aos picos de atividade enzimática do cromatograma foram 
coletadas e armazenadas em câmara fria a 4°C, com 0,01% (m/v) de azida 
sódica. 
Posteriormente, as amostras correspondentes aos picos de atividade 
enzimática resultantes da cromatografia de troca iônica foram submetidas a 
fracionamento por cromatografia de exclusão molecular em coluna 
HiPrep16/60 Sephacryl S-100 HR (120 mL de volume de coluna), pré-
equilibrada com tampão tris-HCl 50 mM pH 7.5. Foram aplicados 5 mL de 
amostra a um fluxo de 0,5 mL/min, e foram coletadas 47 frações de 5 mL, 
conforme metodologia do software. A atividade enzimática e absorbância 
foram determinadas para cada fração, e as frações correspondentes aos 
picos de atividade enzimática foram coletadas e armazenadas em câmara 
fria a 4°C, com 0,01% (m/v) de azida sódica para posterior avaliação do 
perfil proteico por eletroforese em gel de poliacrilamida desnaturante e 
zimograma. 
 
3.10. Eletroforese em gel de poliacrilamida desnaturante 
O grau de pureza da enzima parcialmente purificada foi analisado por 
SDS-PAGE (LAEMMLI, 1970). As amostras do concentrado e frações da 
exclusão molecular (Sephacryl S-100) foram precipitadas em solução de 
ácido tricloroacético (TCA) 10% em água, e incubadas por 1 h a 4°C. Em 
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seguida, as amostras foram submetidas à centrifugação a 14.000 rpm por 15 
min, a 4°C. Posteriormente, as amostras foram lavadas por três vezes em 
acetona PA refrigerada, e foram centrifugadas conforme mencionado 
anteriormente. As amostras permaneceram à temperatura ambiente por 15 
min para secagem.  
Após esse período, as amostras foram ressuspensas em 20 μL de 
tampão de amostra (tris-HCl 125 mM, pH 6,8; SDS 2%; azul de bromofenol 
0,05%, glicerol 20% e β-mercaptoetanol 5%), fervidas por 5 min e aplicadas 
no gel de poliacrilamida 12%.  
A eletroforese foi realizada em sistema Mini-Protean Tetra Cell (Bio-Rad 
Laboratories, Hercules, CA, EUA) contendo SDS 0,1% (v/v). Para cada 
corrida, foram utilizados 1 μL de marcador de massas moleculares LMW, 
contendo: fosforilase b (97,0 kDa), soroalbumina bovina (66,0 kDa), 
ovoalbumina (45,0 kDa), anidrase carbônica (30,0 kDa) e inibidor de tripsina 
(20 kDa). A eletroforese foi realizada em tampão de corrida (tris-HCl 25 mM, 
glicina 192 mM e SDS 0,1% (v/v), pH 8,3), à temperatura ambiente, e 
submetida a 25 mA constantes por 60 min. Uma concentração de 15 μg/mL 
de proteína foi definida para cada amostra. 
 
3.11. Coloração com nitrato de prata 
Após a corrida eletroforética as bandas proteicas foram coradas pelo 
método de nitrato de prata (BLUM et al., 1987). Primeiramente, o gel foi 
incubado por 1 h em solução fixadora (metanol 40% e ácido acético 7%). 
Após a incubação, o gel foi lavado por 20 minutos em solução de etanol 50% 
(v/v). Este processo foi repetido por mais duas vezes. Em seguida, o gel foi 
incubado por 1 min em solução de tiossulfato de sódio 0,02% (m/v), lavado 
em água, e incubado na solução de coloração (nitrato de prata 0,2% m/v, 
formaldeído 0,03% v/v) por 15 min. Por fim, o gel foi lavado três vezes em 
água destilada e submetido à solução reveladora (carbonato de sódio 6,0% 
m/v, tiossulfato de sódio 0,004% v/v, formaldeído 0,02% v/v). Após o 
surgimento das bandas, a reação foi interrompida com solução fixadora. O 





As amostras do extrato bruto concentrado e da fração semi-purificada 
(PEC2) foram submetida à técnica de zimograma através da eletroforese em 
gel SDS-PAGE 12% (v/v), como descrito no item 3.10 do presente capítulo, 
co-polimerizado com solução pectina de frutas cítricas 0,1% (v/v), como 
descrito por Cruickshank e Wade (1980).  
Após a eletroforese, o gel foi incubado duas vezes em solução triton X-
100 2,5% (v/v) por 30 minutos, a 28°C sob agitação. Em seguida, o gel foi 
incubado em tampão acetato de sódio 50 mM pH 5 por 90 minutos, a 50°C 
sob agitação. A reação foi interrompida pela incubação do gel a 4°C por 1 
hora. 
Posteriormente, o gel foi lavado com água destilada e imerso em 
solução vermelho de rutênio 0,02% (m/v) por 30 minutos sob agitação. Por 
fim, o gel foi descorado com água destilada até o aparecimento das bandas 
translúcidas. Uma concentração de 50 μg/mL de proteína foi definida para o 
zimograma. O gel foi foto-documentado em scanner comercial. 
As corridas de eletroforese em SDS-PAGE e Zimograma foram 
realizadas simultaneamente, no mesmo gel de corrida. 
 
4. Resultados e discussão  
4.1. Perfil enzimático do extrato bruto de A. terreus 
A Figura 2 apresenta o perfil enzimático de holocelulases do extrato 





Figura 2 - Determinação da atividade de holocelulases no extrato bruto de A. terreus. 
 
Observa-se que o A. terreus foi capaz de produzir CMCase, mananase, 
pectinase e xilanase quando crescido em bagaço de cana. Diversos estudos 
relatam que este fungo é capaz de produzir grandes quantidades de 
holocelulases quando crescido em substratos lignocelulósicos (MOREIRA, 
2013; NAGHVI et al., 2013; NARRA et al., 2012; SIQUEIRA et al., 2010; 
GAO et al., 2008).  
Ao analisar o gráfico, nota-se uma maior atividade das enzimas 
pectinase (0,83 UI/mL) e xilanase (0,62 UI/mL). Esses dados condizem com 
outros descritos na literatura para A. terreus crescido em bagaço de cana 
por SSF (SIQUEIRA, 2010; SIQUEIRA et al., 2010). Além disso, o gênero 
Aspergillus é frequentemente relatado como um grande produtor de 
pectinases (KASHYAP et al., 2001). No entanto, as atividades enzimáticas 
aqui descritas são relativamente menores que as apresentadas por Siqueira 
(2010), de 1,48 UI/mL de xilanase e 1,81 UI/mL de pectinase. Dessa forma, 
se fazem necessários estudos de otimização das condições de cultivo do 
fungo, de modo a ser alcançar melhores resultados de produção de 
enzimas. 
Comparado a um estudo onde foi utilizada a casca de banana como 
fonte de carbono, o presente trabalho revelou uma maior atividade de 
pectinase (0,51 UI/mL e 0,83 UI/mL, respectivamente), embora a casca de 
banana apresente maior porcentagem de pectina em sua constituição 
(REHMAN et al., 2014). Sabe-se que a proporção de celulose, hemicelulose 

































parâmetro importante para produção de enzimas (HALTRICH and STEINER, 
1994). As diferenças na constituição físico-química da biomassa 
lignocelulósica leva a um acesso diferenciado das enzimas às fibras de cada 
substrato, culminando em produções enzimáticas diferenciadas para cada 
resíduo agroindustrial. No caso específico do A. terreus, existem estudos 
que afirmam que a presença de substâncias pécticas no 
meio/substrato/biomassa induz a expressão de genes responsáveis pela 
produção de pectinases (RUNCO et al., 2001). 
Embora o bagaço de cana tenha um teor de pectina menor (8 -10%) 
(MOORE et al., 2013) que a casca de banana (11-21%) (EMAGA et al., 
2008), a possível disposição da pectina em regiões mais expostas do 
bagaço pode influenciar na indução de alta produção de pectinases, 
justificando o padrão observado no presente trabalho. 
Diante dos resultados de maior atividade de pectinase, optou-se por esta 
enzima como candidata para estudos de purificação, caracterização, e 
posteriores experimentos de imobilização enzimática. 
 
4.2. Ultrafiltração 
O extrato bruto de A. terreus foi fracionado por ultrafiltração usando 
membrana de corte de 50 kDa. Os volumes correspondentes ao extrato 
bruto, fração do ultrafiltrado e concentrado foram de 300 mL, 270 mL e 30 
mL, respectivamente. A presença de atividade pectinolítica no ultrafiltrado se 
deve ao fato que as pectinases apresentam ampla faixa de peso molecular, 
variando de 35 a 115 kDA (JAYANI et al., 2005). O perfil de holocelulases de 
cada uma das frações é apresentado na Tabela 1. Após o processo de 
ultrafiltração houve um aumento de 875% da atividade de pectinase no 









Tabela 1 - Perfil de holocelulases de A. terreus no extrato bruto, concentrado e 
ultrafiltrado. 
 




Extrato bruto   
CMCase 0,27 ± 0,13 24,06 
Mananase 0,043 ± 0,007 3,78 
Pectinase 0,83 ± 0,06 71,53 
Xilanase 0,61 ± 0,03 52,79 
Ultrafiltrado   
CMCase 0,22 ± 0,008 61,33 
Mananase 0,035 ± 0,0007 9,84 
Pectinase 0,28 ± 0,009 78,64 
Xilanase 0,50 ± 0,016 141,27 
Concentrado   
CMCase 0,55 ± 0,088 7,02 
Mananase 0,09 ± 0,019 1,21 
Pectinase 8,1 ± 0,035 101,62 
Xilanase 0,81 ± 0,008 10,26 
 
A escolha da fração concentrada para estudos de purificação se deu em 
função da grande diferença entre a atividade específica da pectinase e das 
outras enzimas. 
 
4.3. Cromatografia de troca iônica 
O perfil cromatográfico do concentrado em resina HiTrap Q FF é 












Figura 3 - Perfil cromatográfico da troca iônica em resina HiTrap Q FF. Volume de 
coluna = 1 mL, volume de amostra = 1 mL, gradiente de NaCl (0 a 1 M) aplicado a 
partir do 10° tubo, coletadas 28 frações de 1mL em fluxo de 1mL/min. Mananase, 
CMCase, Xilanase, Pectinase, Proteínas totais,        Gradiente de NaCl. 
 
Analisando o cromatograma nota-se que parte das proteínas presentes 
no concentrado não se ligaram a HiTrap Q FF, saindo antes do gradiente de 
NaCl aplicado a partir do 10° tubo. No entanto, a pectinase apresentou 
interação com a resina de troca aniônica, pois eluiu após o gradiente de 
NaCl, exibindo basicamente um único pico de atividade.  
Este pico começou na fração 14, com uma atividade  de 0,34 UI/mL, 
(eluído com 14  mL de tampão fosfato de sódio 50 mM pH 7.5 e 
aproximadamente 0,23 M de NaCl) e terminou na fração 17, com uma 
atividade enzimática de 0,44 UI/mL (18 mL de tampão fosfato de sódio e 
aproximadamente 0,39 M de NaCl).  
Observa-se que as frações 14-17 também exibiram atividade, ainda que 
baixa, de xilanase e CMCase, sugerindo a não purificação da amostra. As 
frações 14-17 (nomeadas PEC1) foram reunidas para a posterior 
cromatografia de exclusão molecular. 
 
4.4. Cromatografia de exclusão molecular 
Na cromatografia de exclusão molecular, em resina HiPrep16/60 












































































(PEC1) foi fracionada gerando um perfil de eluição contendo um pico 
principal e bem definido com atividade da pectinase (Figura 4). 
 
Figura 4 - Perfil cromatográfico da fração PEC1 em resina HiPrep16/60 Sephacryl S-
100 HR de exclusão molecular. Volume de coluna = 120 mL, volume de amostra = 5 
mL, coletadas 47 frações de 5 mL fluxo de 0,5 mL/min. Mananase, CMCase, 
Xilanase, Pectinase, Proteínas totais. 
 
No pico predominante observa-se que a pectinase foi eluída a partir da 
fração 9, com uma atividade de 0,27 UI/mL, correspondente a 45 mL de 
corrida, até a fração 12, com uma atividade de 0,19 UI/mL, correspondente a 
60 mL de corrida.  Nota-se também que a grande maioria das proteínas foi 
eluída após a fração 12, indicando uma separação significativa entre as 
proteínas totais e PEC1.  
As frações 9 e 12 apresentaram atividade de pectinase, xilanase e 
CMCase, indicando a presença de enzimas não pectinolíticas. Como a 
atividade de pectinase era baixa nestas frações, optou-se por descartar o 
uso das mesmas. Dessa forma, as frações 10 e 11 (nomeadas PEC2), que 
apresentaram atividades mais intensas de pectinase (F. 10 = 0,81 UI/mL e F. 
11 = 0,85 UI/mL) foram reunidas para posteriores análises. 
Um esquema simplificado dos passos de purificação da pectinase de A. 






























































Figura 5 - Fluxograma das etapas de purificação da PEC2. 
  
4.5. Eletroforese: SDS-Page e Zimograma 
Os perfis protéicos do concentrado e da fração PEC2, e atividade da 





Figura 6 - Gel de eletroforese em condições desnaturantes e zimograma. (A) Marcador 
de massa molecular em kDa, (B) Concentrado, (C) PEC2, (D) Zimograma do 
concentrado. 
 
A multiplicidade de proteínas da amostra do concentrado é evidenciada 
pelas diversas bandas formadas no gel de eletroforese (Figura 6 B). Após 
todas as etapas de purificação, nota-se que a multiplicidade de bandas 
reduz expressivamente, sendo visível a presença de aproximadamente 6 
bandas após a etapa de filtração em gel (Figura 6 C), confirmando a 
purificação parcial da pectinase. 
Através do zimograma (Figura 6 D) é possível confirmar a presença de 
pelo menos uma forma de pectinase com alta atividade enzimática, e massa 
molecular  de aproximadamente 50 kDa. A massa molecular observada é 
condizente com as relatadas na literatura para diferentes pectinases 
purificadas de fungos e bactérias, onde se observa massas moleculares 
variando entre 35 e 115 kDa (SIDDIQUI et al., 2012; DAMÁSIO et al., 2010; 
JACOB et al., 2008; SINITSYNA et al., 2007; JAYANI et al., 2005). 
A Tabela 2 apresenta os cálculos de rendimento e índice de purificação 
























249 3,48 71,53 100 1 
Ultrafiltração 
(50 kDa) 
243 2,38 101,62 97,6 1,42 




199 0,31 638,46 79,9 8,92 
 
Após as etapas de ultrafiltração e cromatografias foi constatado um 
rendimento de purificação de 79,9%,  porém, como confirmado pelo perfil de 
proteínas da Figura 6 C, não foi possível alcançar a purificação total da 
pectinase.  
Várias pectinases fúngicas têm sido purificadas por diversas 
metodologias, com diferentes rendimentos (CELESTINO et al., 2006; 
GUMMADI and PANDA, 2003). Pedrolli e Carmona (2010) purificaram uma 
exopoligalacturonase de A. giganteus em apenas uma etapa de 
cromatografia de troca aniônica - Sephadex DEAE A-50, com um rendimento 
de 86,4% da atividade pectinolítica. Yadav e colaboradores (2009) relataram 
a purificação de uma pectina liase de A. terricola após cromatografias de 
troca iônica e filtração em gel, com rendimento de 45% da atividade inicial. 
Sethi e colaboradores (2016) relataram a purificação de uma pectinase de A. 
terreus crescido em casca de banana por  SSF (SETHI et al., 2016). Eles 
utilizaram como estratégia de purificação a precipitação com sulfato de 
amônio, seguida por cromatografia de exclusão molecular em Sephadex G-
100, alcançando um rendimento de 8,08% da atividade pectinolítica inicial. 
No presente trabalho, o alto rendimento de purificação parcial e o perfil 
de bandas apresentado pela fração PEC2 (Figura 6 C) apontam a 
necessidade de etapas adicionais para se alcançar a purificação total da 
enzima. No entanto, para os experimentos de imobilização não é necessário 
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o emprego de enzimas completamente purificadas, de modo que as 
condições alcançadas no presente trabalho já suprem a demanda para os 
estudos posteriores. 
 
5. Conclusões e perspectivas futuras 
O presente capítulo teve como objetivos a produção e purificação de 
uma enzima candidata para estudos de imobilização enzimática. O fungo A. 
terreus revelou um potencial de produção de diferentes holocelulases, sendo 
predominante a atividade de pectinase. Consequentemente, essa enzima foi 
selecionada para os passos posteriores de purificação e imobilização.  
Foram aplicadas diferentes abordagens de purificação, no entanto não 
foi possível chegar a purificação total da pectinase. De fato, para uma 
potencial aplicação industrial das enzimas imobilizadas é mais viável 
economicamente utilizar o próprio extrato bruto. Entretanto, a purificação de 
enzimas auxilia nos estudos de caracterização da enzima e do próprio 
processo de imobilização, ajudando a compreender os processos físico-
químicos envolvidos. Dessa forma, como perspectivas futuras pretende-se, 
novamente, testar outras abordagens de purificação da pectinase.  
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nanotubos de carbono e sua utilização 









A nanociência inclui o estudo e manipulação de partículas e sistemas em 
nanoescala (1 nanômetro = 10-9 metros), de modo a se descobrir novas 
propriedades e comportamentos para esses materiais. Já a nanotecnologia 
compreende o design, caracterização e produção de estruturas, dispositivos 
e sistemas em escala nanométrica, visando à aplicação dos nanomateriais 
(NNI, 2013; ABU-SALAH et al., 2010). 
A grande premissa da ciência em nanoescala baseia-se no fato de que 
os materiais, quando em escala nanométrica, apresentam propriedades 
(químicas, elétricas, magnéticas, mecânicas e ópticas) bem diferentes dos 
seus homólogos em escala maior. Essas novas propriedades são, 
principalmente, devido ao efeito de confinamento quântico de elétrons, e 
podem ser exploradas em diversas áreas, como física, ciência dos materiais, 
engenharia, biologia e biomedicina (ABU-SALAH et al., 2010; MANSOORI, 
2005) 
Os nanotubos de carbono (CNT’s) foram descobertos por Sumio Iijima 
em 1991 (IIJIMA, 1991). Eles consistem de folhas de grafite enroladas em 
formato cilíndrico contendo meia esfera de fulereno C60 em cada uma de 
suas extremidades (Figura 7). Esses materiais possuem diâmetro entre 1 e 
100 nanômetros, com comprimento variando de centenas de nanômetros a 





Figura 7 - Representação esquemática da estrutura básica de um nanotubo de 
carbono. 
Fonte: SINHA and YEOW, 2005. 
 
Existem diferentes rotas de síntese de nanotubos de carbono, como 
deposição química de vapor (CVD), vaporização de átomos de carbono, 
decomposição de monóxido de carbono a altas pressões e temperaturas 
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(CHIANG et al., 2001), e pirólise do benzeno na presença de hidrogênio 
(HARRIS, 1999). No entanto, a CVD é a rota mais comum.  
Os nanotubos podem ser divididos em duas categorias (Figura 8): 
nanotubos de carbono de parede única (SWCNTs), que consistem em 
apenas uma folha de grafite enrolada com diâmetro de 0.4 a 2nm; e 
nanotubos de carbono de paredes múltiplas (MWCNTs), formados por 
múltiplas folhas de grafite enroladas concentricamente com diâmetros de 2 a 




Figura 8 - Nanotubo de parede única (SWNT’s) à esquerda e nanotubo de parede 
múltipla à direita (MWCNT’s). 
Fonte: CHOUDHARY and GUPTA, 2011. 
 
Os CNT’s apresentam propriedades estruturais, eletrônicas e mecânicas 
únicas, e por este motivo vêm despertando atenção especial desde seu 
descobrimento (JOSHI et al., 2006; LEE et al., 2006). Várias aplicações 
potenciais para os nanotubos são propostas no ramo da nanotecnologia, 
incluindo a obtenção de compostos condutores e de alta resistência 
mecânica, dispositivos semicondutores em escala nanométrica e dispositivos 
emissores de elétrons (GONG et al., 2005). 
No ramo da biotecnologia, os nanomateriais vêm sendo amplamente 
pesquisados como agentes de imobilização de enzimas, pois apresentam 
algumas características que os fazem ótimos suportes para catalisadores, 
como extensa área de superfície, menor resistência à transferência de 
massa e eficaz carreamento das moléculas (WANG et al., 2010; JIA et al., 
 43 
 
2003). Essas características geram grande potencial para otimização das 
técnicas de imobilização, pois viabilizam um maior carreamento de enzimas 
no suporte, proporcionam um aumento da transferência de massa entre 
enzima e substrato, e, desta forma, promovem maior rendimento e 
produtibilidade aos processos. 
Dentre os nanomateriais, os nanotubos de carbono destacam-se em 
relação aos outros, pois apresentam propriedades físicas e químicas 
específicas, como flexibilidade, rigidez, extensa área de superfície e 
biocompatibilidade, o que favorece a aplicação em biorreatores (WANG et 
al., 2010; JIA et al., 2003). 
Vários autores sugerem que a imobilização de enzimas aos nanotubos 
de carbono é uma aplicação biotecnológica muito promissora, podendo ser 
aplicada na fabricação de células de biocombustíveis, indústrias químicas, 
farmacêuticas e alimentícias (LEE et al., 2010; WILLNER et al., 2009). 
 
2. Objetivos específicos 
 Funcionalizar os nanotubos de carbono. 
 Caracterizar os nanotubos de carbono primitivos (não funcionalizados) e 
funcionalizados através de técnicas de termogravimetria, espectroscopia 
Raman e microscopia eletrônica de varredura. 





A amostra de nanotubos de carbono de paredes múltiplas não 
funcionalizadas (lote HP2627) foi cedida pelo Laboratório de Nanomaterias, 







A carboxilação dos nanotubos de carbono foi realizada com ácido 
sulfúrico e nítrico concentrados (3:1 em volume), com posterior exposição a 
ultrassom aquecido a 70°C, e agitação mecânica de 430 rpm. O tempo de 
exposição foi variado (5 min, 20 min e 50 min) visando à obtenção de 
diferentes graus de funcionalização. A separação e lavagem dos nanotubos 
foram realizadas por filtração em funil de vidro sinterizado (porosidade de 16 
a 40 mícrons) até o alcance de pH neutro. A secagem foi feita em estufa a 
100°C, por 8 horas. Todo o procedimento foi realizado no Instituto de 
Ciências Exatas da UFMG. 
A funcionalização dos MWCNT’s permite a inserção de grupamentos 
carboxílicos (-COOH) que promovem uma maior dispersão em água e 
solventes, além de disponibilizar grupamentos livres para reações químicas 
com outras moléculas e componentes biológicos. 
 
3.3. Teste de solubilidade dos nanotubos de carbono 
Para o teste de solubilidade, 1 mg de MWCNT’s foi disperso em 10 mL 
de água deionizada com auxílio de um ultrassom de ponta (Viracell, Sonics), 
na potência de 20%, por 30 segundos. Após a sonicação as amostras foram 
mantidas em repouso e observadas por 7 dias. 
 
3.4. Análise termogravimétrica e térmica diferencial 
Através da análise termogravimétrica (TGA) é possível fazer uma 
relação da variação de peso da amostra em função da temperatura, 
proporcionando a identificação dos componentes do analito, a análise de 
pureza e cálculo do grau de funcionalização dos nanotubos de carbono. 
A termogravimetria foi realizada no Instituto de Ciências Exatas da 
UFMG. As análises foram feitas em duplicata, no equipamento Q500 (TA 
Instruments), com razão de aquecimento de 5°C min-1, da temperatura 
ambiente até 900°C, em atmosfera de ar sintético e vazão de 25 mL min-1. 
Foram pesados aproximadamente 3 mg de nanotubos para cada análise. A 
alumina foi utilizada como padrão para calibração. 
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3.5. Espectroscopia Raman 
A espectroscopia Raman é uma técnica fotônica de alta resolução que 
oferece informações químicas e estruturais de compostos orgânicos e 
inorgânicos, permitindo uma rápida identificação da amostra (BANTZ et al., 
2011). 
Nessa técnica uma fonte de luz monocromática incide sobre a amostra, 
e a luz espalhada é coletada por um detector. Quando a luz incide sobre o 
analito os fótons são espalhados inelasticamente, podendo perder (Stoks 
shift) ou ganhar (anti-Stokes shift) energia a partir do movimento vibracional 
das moléculas presentes na amostra (ANKER et al., 2008).  
O espectro resultante da medida do espalhamento consiste em bandas 
correspondentes às transições vibracionais específicas da estrutura 
molecular. Isso gera um fingerprint que é utilizado como ferramenta para 
identificação do analito, provendo uma alta especificidade à técnica (BANTZ 
et al., 2011). 
As análises espectroscópicas foram realizadas no Laboratório de Óptica 
do Instituto de Ciências Exatas da UFMG. Foi utilizado o equipamento T64, 
com laser 785 nm, potência de 3 mW, objetiva de 50x, tempo de aquisição 
de 30 segundos e 3 acumulações. 
 
3.6. Microscopia eletrônica de varredura (MEV) 
As imagens de MEV foram obtidas no microscópio Quanta 200- FEG/FEI 
com canhão de emissão por efeito de campo (Centro de Microscopia da 
UFMG e Laboratório de Microscopia da UnB). O preparo das amostras foi 
feito por sonicação dos nanotubos em álcool isopropílico e posterior 
deposição em grades de cobre/carbono de 200 mesh. A determinação da 
distribuição de comprimento foi realizada com auxílio do software Image J, 
através da medição de aproximadamente 170 nanotubos observados 






3.7. Ensaios de imobilização enzimática nos nanotubos de carbono 
Os experimentos de imobilização foram realizados com os nanotubos 
funcionalizados e não funcionalizados. As amostras enzimáticas utilizadas 
foram o extrato bruto de A. terreus e a pectinase pacialmente purificada 
(descritas no Capítulo II). 
As amostras de nanotubos testadas foram: MWCNT’s primitivos cedidos 
pelo Laboratório de Nanomaterias do Departamento de Física da UFMG, e 
MWCNT’s com 9% de funcionalização. O último foi selecionado após 
análises do teste de solubilidade e termogravimetria, que evidenciaram alto 
grau de carboxilação. A alta disponibilidade de grupamentos carboxílicos 
aumenta a dispersabilidade dos nanotubos em água/tampão (ambientes da 
reação) e confere uma maior quantidade de grupamentos livres para reação 
com as enzimas. 
A abordagem de imobilização escolhida foi a adsorção física conforme 
descrito por Shah (2008), Mubarak (2014) e Oliveira (2016). Nesse 
protocolo, os nanotubos são dispersos em solução contendo enzimas, e a 
mistura é incubada sob agitação overnight. Após a reação, o derivado 
(enzima+nanotubo) foi centrifugado por 3 vezes para remoção dos 
componentes que não reagiram. Foram realizadas variações na 
concentração de enzimas e nanotubos, e foram testados pH’s de reação 
diferentes, utilizando tampões diversos. 
Para confirmação da imobilização das enzimas ao suporte foram 
realizados ensaios enzimáticos pelo método de DNS (descrito no Capítulo II) 
no derivado (enzima+nanotubo) e nos sobrenadantes gerados pelo processo 
de centrifugação. 
 
4. Resultados e discussão 
4.1. Teste de solubilidade 





Figura 9 - Teste de solubilidade dos MWCNT’s. (A) não funcionalizado, (B) 5 min, (C) 
20 min, (D) 50 min de ultrassom. 
 
Nota-se uma clara diferença entre o grau de dispersão dos nanotubos 
não funcionalizados e com diferentes tempos de funcionalização.  
A amostra não funcionalizada (Figura 9 A) apresenta nanotubos 
“decantados” no fundo tubo de ensaio, indicando a não dispersão em água. 
A amostra com 5 min de funcionalização (Figura 9 B), ainda que tenha 
apresentado certo grau de solubilidade, também exibiu formação de 
agregados. Já nas amostras de 20 e 50 min de carboxilação (Figura 9 C e D 
respectivamente) é notável a alta dispersão dos nanotubos, uma vez que a 
água encontra-se totalmente preta e sem presença de agregados. A imagem 
do teste de solubilidade demonstra uma expressiva mudança de 
comportamento dos nanotubos após o processo de funcionalização.  
Na amostra não funcionalizada (Figura 9 A) a ocorrência de interações 
de Van der Waals e interações hidrofóbicas entre os nanotubos justificam a 
formação de agregados, indicando insolubilidade (BERGIN et al., 2008). 
Esse padrão também pode ser observado na amostra com apenas 5 minutos 
de funcionalização (Figura 9 B). Já no caso dos nanotubos com maior tempo 
de funcionalização (Figura 9 C e D), a alta dispersão pode ser atribuída à 
ocorrência de dois fenômenos. O primeiro é formação de pontes de 
hidrogênio entre os grupos carboxílicos presentes na superfície dos 
MWCNT’s e a água (AGHABOZORG et al., 2010). O outro fenômeno é o 
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forte repelimento entre os nanotubos gerado pelas cargas igualmente 
negativas dos grupos funcionais de sua superfície (OSORIO et al., 2008).  
Através do teste de solubilidade também foi possível notar uma relação 
linear entre tempo de funcionalização e dispersabilidade. Quanto maior o 
tempo de reação, maior o grau de dispersão dos nanotubos em água, e 
menor a formação de agregados no fundo do tubo. Entretanto, somente com 
dados semi-qualitativos não é possível afirmar que os nanotubos possuem 
graus de carboxilação diferentes. Análises termogravimétricas quantitativas 
podem confirmar a existência de graus de carboxilação diferentes entre as 
amostras. 
 
4.2. Análise termogravimétrica e térmica diferencial 
A Figura 10 exibe os gráficos da análise termogravimétrica e térmica 
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Figura 10 - Análise termogravimétrica dos MWCNT’s. (A) não funcionalizado, (B) 5 
min, (C) 20 min, (D) 50 min de ultrassom. Em preto a porcentagem de perda de peso 
da amostra, em azul a derivada da perda de peso da amostra. 
 
Observa-se que, tanto na amostra de nanotubos não funcionalizados 
(Figura 10 A), quanto nas amostras funcionalizadas (Figura 10 B, C e D) 
houve uma significante perda de peso no intervalo de 450-650ºC, como 
evidenciado pela curva de TGA (preto). Na curva de DTA (azul), observam-
se picos entre 540-589°C, correspondente à temperatura média onde houve 
expressiva perda de peso. 
Sabe-se que os nanotubos de carbono possuem alta estabilidade 
térmica e se decompõe somente em altas temperaturas, entre 500 e 700ºC. 
Este intervalo corresponde à temperatura onde ocorre a degradação do 
esqueleto de carbono (AGHABOZORG et al., 2010). 
Para a amostra de nanotubos não funcionalizados (Figura 10 A) a perda 
de peso corresponde à faixa de 450 a 700ºC foi de aproximadamente 98%. 
Os outros 2% representam a presença de material amorfo, que degrada 
entre 200 e 400ºC, e de metais utilizados como catalizadores no processo 
de síntese, que degradam em temperaturas superiores a 750ºC 
(ANDERSSON, 2011). Já para as amostras carboxiladas observam-se 
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dado é evidenciado pelo decaimento da curva de TGA e pelo surgimento de 
outros picos na curva de DTA em temperaturas abaixo de 450ºC. Esses 
dados sugerem a presença de componentes não-nanotubos nas amostras.  
A composição dos gases gerados pela degradação de materiais 
depende diretamente dos grupos funcionais presentes na sua superfície.  
Grupos carboxílicos, quando decompostos, geram CO2 e H2O e apresentam 
faixa de queima entre 200 e 600ºC (AGHABOZORG et al., 2010). A perda de 
peso observada abaixo de 450ºC nas amostras funcionalizadas pode ser 
atribuída a perda de CO2 resultante da descarboxilação dos grupos 
funcionais, sendo diretamente proporcional aos conteúdos de -COOH 
presentes na superfície do nanotubo (JAIN et al., 2013). 
Partindo desse princípio, e baseando-se na literatura (JAIN et al., 2013), 
foi possível calcular o grau de carboxilação das amostras através da perda 
de peso entre 120 e 400 ºC. As amostras de 5, 20 e 50 minutos de reação 
apresentam graus de carboxilação de aproximadamente 4, 6 e 9%, 
respectivamente. 
 
4.3. Espectroscopia Raman 




Figura 11 - Espectro Raman dos MWCNT’s não funcionalizados. 
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A partir deste gráfico é possível observar a presença de dois picos, um 
em 1320 cm-1 e outro 1580 cm-1. Esses picos são nomeados banda D e 
banda G respectivamente, e são característicos de nanotubos de carbono 
(ANDERSSON, 2011).  
A banda D, ou banda de desordem, é um modo vibracional que reflete 
defeitos na parede dos nanotubos (hibridizações sp3) e a presença de 
carbono amorfo no material (ANDRADE et al., 2013; MUSSI et al., 2010). 
Nos MWCNT’s, a banda D possui uma maior intensidade, que é 
correlacionada à desordem estrutural do material (ANDRADE et al., 2013).   
Já a banda G é característica de materiais compostos por grafite, e 
representa os modos de vibração tangencial das ligações entre os átomos 
de carbono (LESIAK et al., 2010). Nos nanotubos de parede única a banda 
G é composta por dois picos bem definidos (G+ e G-) de alta intensidade, já 
nos MWCNT’s essa banda apresenta morfologia pouco definida, com 
presença de apenas um pico de baixa intensidade (ANDERSSON, 2011), 
como corroborado pelos dados apresentados. 
 
4.4. Microscopia eletrônica de varredura 
A Figura 12 apresenta as imagens de microscopia eletrônica de 





Figura 12 - Microscopia eletrônica de varredura dos MWCNT’s. (A) não 
funcionalizados e (B) funcionalizados por 20 min. 
 
Ambas as imagens evidenciam uma morfologia tubular, típica de 
nanotubos de carbono (ATIEH et al., 2010), e uma distribuição heterogênea, 
verificada pela presença de nanotubos com diferentes diâmetros e 
comprimentos. O diâmetro médio das amostras foi de 19 nm. A partir desses 
dados, pode-se inferir que os nanotubos observados eram de múltiplas 
paredes, pois nanotubos de parede única possuem diâmetros menores, 
entre 0,4 e 2 nm (GONG et al., 2005; LEE et al., 2006). 
Apesar de não ser evidente nas imagens microscópicas, as diferentes 
amostras de nanotubos de carbono apresentaram comprimento médios 
distintos, conforme demonstrado na Tabela 3. 
 
Tabela 3 - Resultados do comprimento médio e grau de funcionalização para os 
MWCNT’s funcionalizados por diferentes tempos de tratamento ácido. 
 
 
Tempo de tratamento 
ácido (min) 




0 0 6,5 
5 4 5,5 
20 6 3,5 
50 9 2,0 
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Sugere-se que a mudança de comprimento possa ser consequência do 
processo de funcionalização. Durante o tratamento, o aumento do tempo de 
exposição das amostras ao ultrassom pode culminar na fragmentação dos 
tubos. 
 
4.5. Ensaios de imobilização enzimática  
Após o procedimento de imobilização descrito no item 3.7 não foram 
detectadas enzimas imobilizadas ao suporte, todo conteúdo proteico e 
atividade enzimática foram detectadas somente no sobrenadante da 
imobilização (correspondente às enzimas não imobilizadas). Em amostras 
de nanotubos não funcionalizados, a base química da imobilização é a 
interação hidrofóbica, uma vez que os nanotubos não carboxilados 
apresentam alto grau de hidrofobicidade (AGHABOZORG et al.; 2010; LEE 
et al., 2006). No entanto, as holocelulases são enzimas extremamente 
hidrofílicas e, dessa forma, não estabelecem ligações do tipo hidrofóbica 
com o suporte. Já nas amostras de nanotubos funcionalizados, a presença 
de grupos carboxílicos (-COOH) gera um aumento da solubilidade do 
material (ATIEH et al., 2010) e promove o estabelecimento de ligações com 
os grupamentos amina presentes na enzima (WANG et al., 2010). No 
entanto, com o aumento da solubilidade dos nanotubos no meio líquido, 
houve a formação de uma coloração preta que gerou grandes interferentes 
nos ensaios. 
Dessa forma, as abordagens e o suporte de imobilização escolhidos 
mostraram-se ineficientes para imobilização de holocelulases. Além disso, a 
coloração negra da amostra de nanotubos gerou interferentes significativos 
nas leituras de absorção óptica pelo método de DNS.  
 
5. Conclusões e perspectivas futuras 
O presente capítulo objetivou a funcionalização e caracterização dos 
nanotubos de carbono, e sua posterior aplicação como suporte de 
imobilização enzimática. Sabe-se que as nanoestruturas apresentam um 
grande potencial de aplicação em imobilização, pois possuem características 
intrínsecas que proporcionam a otimização do processos, através da 
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promoção de alto carreamento de moléculas e aumento da transferência de 
massa entre enzima e substrato. 
O processo de funcionalização dos nanotubos de carbono mostrou-se 
muito eficiente, gerando maior dispersabilidade do material em ambientes 
aquosos, possibilitando a sua aplicação em sistemas biológicos.   Também 
foi possível padronizar, com sucesso, técnicas de controle do grau de 
funcionalização do material. 
Entretanto, quando realizados os experimentos de imobilização verificou-
se que não houve ligação de enzimas ao suporte, indicando a ineficiência da 
abordagem de imobilização empregada. Adicionalmente, características 
intrínsecas do próprio material, sua coloração negra, geraram um entrave 
metodológico no processo. 
Devido à ineficácia da abordagem de imobilização, optou-se pela 
realização de estudos de sreening de outros suportes e abordagens para 
imobilização de enzimas (descritos no Capítulo IV). Sabe-se que não existe 
um método universal de imobilização enzimática; as características únicas 
da superfície de cada enzima e suporte interferem muito na química de 
ligação (VAZ et al.,2016). Dessa forma, para uma seleção mais racional da 
abordagem de imobilização, é fundamental a realização de testes prévios de 
triagem de diferentes suportes, e a avaliação da eficiência e rendimento de 
cada abordagem.  
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Capítulo IV: Screening de diferentes 










A catálise enzimática têm sido aplicada em diversos setores industriais, 
como na produção de alimentos, energia, síntese de químicos e derivados,  
área cosmética e farmacêutica (RODRIGUES et al., 2013; MATEO et al., 
2007). Em qualquer tipo de indústria, a busca por maior produtividade é 
imprescindível para cada etapa do processo produtivo, uma vez que ela é 
diretamente correlacionada aos custos globais. Portanto, há uma 
necessidade real, por parte das indústrias, de sistemas inovadores que 
proporcionem uma produção mais eficiente, que resulte em produtos de alta 
qualidade e com custo e consumo de tempo reduzido (ES et al., 2015). 
Nesse contexto, a imobilização de enzimas é uma ferramenta com 
grande potencial que tem sido estudada e melhorada desde o século 
passado. Diversas técnicas de imobilização e tipos de suporte têm sido 
utilizadas, tanto em escala laboratorial, como em escala industrial (ES et al., 
2015). A imobilização enzimática permite a reutilização do catalisador e um 
melhor controle do processo, visto que a reação pode ser interrompida por 
simples filtragem, separando a enzima do meio de reação. Adicionalmente, 
ela pode melhorar as propriedades enzimáticas, como atividade, 
estabilidade, seletividade, e diminuir a inibição da enzima por produtos 
gerados pelo processo químico (RODRIGUES et al., 2013; WANG et al., 
2010; MATEO et al., 2007; KIM et al., 2006). 
No entanto, a imobilização também pode causar alterações negativas 
nas propriedades físicas e químicas da enzima, afetando sua estabilidade, 
propriedades cinéticas, além de ocasionar redução na difusão e 
transferência de massa entre enzima e substrato (RODRIGUES et al., 2013; 
GUISAN, 2006). Nesta perspectiva, podem-se delinear diversos protocolos 
de imobilização para diferentes enzimas, gerando catalisadores mais 
específicos para a reação desejada. De maneira simplificada, cada técnica 
de imobilização deve ser aplicada para uma produção específica, avaliando 
a relação custo vs benefício do processo global (SHANMUGAM and 
SATHISHKUMAR, 2009). 
Existem diversas técnicas de imobilização, como a simples adsorção em 
suportes porosos, interações químicas fracas (troca iônica e interação 
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hidrofóbica), imobilização por ligação covalente unipontual ou multipontual, 
encapsulação, entre outras (GUISAN, 2006).  Neste capítulo abordaremos 
as ligações covalentes multipontuais, ligações reversíveis e encapsulação, 
focos do presente estudo. 
A imobilização por ligação covalente multipontual (Figura 13) é do tipo 
irreversível, com formação de ligações fortes e estáveis que impedem a 
recuperação da enzima. Elas empregam suportes do tipo glioxil agarose e 
ativados por glutaraldeído. A ligação ocorre entre as cadeias laterais dos 
aminoácidos da superfície exposta da enzima (grupos NH2 das lisinas) e 
grupos funcionais presentes na superfície do suporte, gerando ligações do 
tipo amida. Essas reações precisam ocorrer em pH’s extremamente básicos, 
acima dos pKas dos grupamentos envolvidos, condição que pode ser 
extrema para a atuação da enzima (GUISAN, 2006; GUISAN et al., 1997; 
SRERE and UYEDA, 1976). 
 
 
Figura 13 - Exemplo de imobilização covalente multipontual irreversível utilizando 
suporte glioxil agarose. 
Fonte: BARBOSA et al., 2015 
 
A imobilização do tipo reversível (Figura 14) ocorre através do 
estabelecimento de ligações fracas entre enzima e suporte, de forma que a 
enzima pode ser recuperada por estratégias de dessorção. Nesse caso, a 
imobilização pode ocorrer por interação iônica (Figura 14 A), utilizando 
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suportes como o dietilaminoetil (DEAE), carboximetil (CM) e monoamino-N-
aminoetil (MANAE); ou interação hidrofóbica (Figura 14 B), utilizando 
suportes do tipo butil, octil, fenil, etc (GUISAN, 2006; PALOMO et al., 2002).  
Na abordagem iônica a imobilização ocorre através de interações de 
cargas superficiais presentes na enzima e no suporte (GUISAN, 2006; 
PALOMO et al., 2002). Quando utilizados suportes com carga global 
positiva, como o MANAE e DEAE, as reações devem ocorrer em pH’s acima 
do ponto isoelétrico da enzima, de forma que a carga global da mesma 
torne-se negativa, proporcionando a interação com o suporte. Já para 
suportes que possuem carga global negativa, como por exemplo, o CM, as 
reações devem ocorrer em pH’s abaixo do ponto isoelétrico da enzima, 
gerando cargas positivas em sua superfície que, então, irão interagir com o 
suporte.  
As interações hidrofóbicas ocorrem através da adsorção de regiões 
expostas da enzima que contenham aminoácidos hidrofóbicos e regiões 
hidrofóbicas presentes no suporte (GUISAN, 2006; PALOMO et al., 2002). 
 
 
Figura 14 - Exemplos de imobilização reversível (A) Interação iônica e (B) Interação 
hidrofóbica. 




A encapsulação (Figura 15) compreende o aprisionamento de enzimas 
em suportes (géis, polímeros, fibras) através de ligação covalente ou não 
covalente (VAZ et al., 2016). É uma das técnicas de imobilização mais 
antigas e simples, podendo ser reversível ou não. O suporte mais 
amplamente utilizado para essa técnica é o alginato de cálcio (FRASER and 
BICKERSTAFF, 1997). 
 
Figura 15 - Imobilização por encapsulação. 
Fonte: Adaptado de SINGH et al., 2013. 
 
Entretanto, dentre as abordagens descritas, a imobilização do tipo 
reversível, mais especificadamente por interação iônica, têm sido proposta 
como a ferramenta de imobilização enzimática mais viável para aplicações 
industriais, uma vez que é uma alternativa tecnicamente simples, de baixo 
custo e alta eficiência (ES et al., 2015; GARCIA-GALAN et al., 2011). 
Nesse contexto, foi elaborado um capítulo de livro, já submetido e aceito 
para publicação, intitulado “Ion exchange Chromatography  for Enzyme 
Immobilization”. O capítulo fará parte do livro “Application of Ion Exchange 
Materials in Biomedical Industries”, produzido pela Springer Nature 
Switzerland AG, e será publicado no ano de 2019.  O capítulo aborda o uso 
da interação iônica como ferramenta de imobilização, apresenta as diversas 
resinas utilizadas para fins de imobilização, revisa as diferentes enzimas já 
imobilizadas por interação iônica, propõe variadas aplicações do uso dessa 










































2. Objetivos específicos 
 Estabelecer protocolos de imobilização enzimática. 
 Sintetizar suportes de imobilização. 
 Realizar um screening de suportes, visando à seleção do melhor 
candidato. 
 Imobilizar o extrato bruto de A. terreus e a pectinase parcialmente 
purificada (descritas no Capítulo II), analisando os perfis de imobilização 




Todos os experimentos de imobilização foram realizados utilizando o 
extrato bruto de A. terreus e a pectinase parcialmente purificada – PEC2 
(Capítulo II). As amostras enzimáticas foram previamente dialisadas em 
água destilada para a remoção dos componentes químicos presentes no 
meio. Posteriormente, as amostras foram equilibradas com o tampão 
apropriado para cada abordagem de imobilização, numa concentração final 
de 10 mM. 
Os suportes e abordagens de imobilização testadas foram: glioxil 
agarose (ligação covalente), CM e MANAE-agarose (interação iônica), e 
alginato de cálcio (encapsulação).  
O suporte CM foi adquirido de fonte comercial (GE Healthcare, Uppsala, 
Sweden). Os suportes MANAE-agarose, glioxil agarose e alginato de cálcio 
foram sintetizados conforme descrito na próxima seção. 
Parte dos experimentos foi realizada no Laboratório de Microbiologia e 
Biologia Celular, Departamento de Biologia, Faculdade de Filosofia, Ciências 
e Letras, da Universidade de São Paulo (USP), sob a tutoria da Profª. Dra. 







3.2. Síntese do suporte glioxil agarose 
O glioxil agarose é preparado a partir de um gel agarose (Sepharose 
4BCL -GE Healthcare, Uppsala, Sweden) ativado com grupos aldeído. A 
preparação é realizada em duas etapas: ativação do gel e oxidação a 
aldeídos.  
 Ativação do gel: 105 g de agarose foram lavados em água, filtrados 
em filtro de vidro sinterizado, e foram adicionados 30 mL de água 
destilada. Acrescentou-se NaOH 1,7 N e 1,425 g de NaBH4 à mistura, 
em banho de gelo. No passo seguinte, 36 mL de glicidol foram 
adicionados gota a gota para que não ocorresse aumento de 
temperatura. A amostra foi submetida à agitação overnight e, no dia 
seguinte, foi lavada em água destilada. No fim do processo obtém-se 
a agarose ativada com grupos dióis (VICI, 2015).  
 Oxidação dos dióis: a amostra do gel ativado foi oxidada com auxilio 
de periodato de sódio (1 μmol de NaIO4 oxida 1 μmol de –OH do gel). 
Adicionou-se 150 mL de NaIO4 100 mM aos 105 g de gel. A mistura 
foi ressuspendida em água destilada na proporção de 1:10, e agitada 
por 2 horas. Em seguida, o suporte foi lavado em água, filtrado e 
armazenado a 4°C (VICI, 2015). 
 
3.3. Síntese do suporte MANAE-agarose  
10 g de glioxil agarose foram adicionados a 140 mL de solução de 
etilenodiamina 2 M, pH 10. A solução foi mantida sob agitação suave por 2 
horas. Em seguida, adicionou-se 10 mg/mL de NaBH4 e, novamente, a 
amostra ficou em agitação por 2 horas. Por fim, a amostra foi lavada em 
solução de NaCl (para eliminação do NaBH4), depois em água destilada, e 
posteriormente foi armazenada para uso (VICI, 2015). 
 
3.4. Imobilização das enzimas nos suportes CM, MANAE e glioxil agarose 
Para a imobilização, 10 mL de extrato bruto de A. terreus e de pectinase 
parcialmente purificada (PEC2) foram adicionados em 1 g de cada suporte. 
Para a imobilização em glioxil agarose as enzimas foram equilibradas em 
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tampão bicarbonato de sódio 10 mM, pH 10. Já para a imobilização em CM 
e MANAE-agarose as enzimas foram equilibradas em tampão fosfato sódio 
10 mM, pH 7 (VICI, 2015).  
As misturas foram mantidas a 4°C, sob agitação suave. Periodicamente, 
foram retiradas alíquotas da suspensão e do sobrenadante (com auxilio de 
um filtro de ponteira), as quais foram dosadas a atividade enzimática até 
estabilização da imobilização. Como controle, foi utilizado um branco com 
solução enzimática sem suporte para avaliação de possíveis perdas de 
atividade com o processo. Uma vez adsorvida à enzima, os suportes foram 
filtrados em funil de vidro sinterizado (porosidade de 16 a 40 mícrons), onde 
foram coletados os sobrenadantes e armazenados para posterior avaliação. 
Em seguida, os derivados (enzima+suporte) foram lavados abundantemente 
com água destilada e armazenados a 4°C para avaliação (VICI, 2015). 
 
3.5. Imobilização em alginato de cálcio 
Para a encapsulação em esferas de alginato foi preparada uma solução 
de alginato de sódio 2% (volume de 40 mL) em banho maria até 
solubilização completa. A solução foi resfriada a 40°C e, em seguida, foi 
adicionado 10 mL da enzima (extrato bruto de A. terreus ou pectinase 
parcialmente purificada). Uma solução de cloreto de cálcio 0,25 M foi 
armazenada em um béquer sob agitação, e a mistura de enzima e alginato 
de sódio foi gotejada na solução de cloreto, promovendo a formação de 
pequenas esferas de alginato de cálcio contendo as enzimas aprisionadas. A 
amostra foi lavada abundantemente em água corrente e armazenada a 4°C 
para posterior avaliação (VIET et al., 2013). 
 
3.6. Constatação da imobilização e cálculo das taxas de imobilização 
Para a confirmação do processo imobilização, foram realizados ensaios 
de atividade enzimática, pelo método de DNS, no derivado 
(enzima+suporte), sobrenadantes coletados durante o processo de 
imobilização, e enzimas livres (controle da atividade inicial). Também foram 




O rendimento da imobilização foi calculado através da diferença entre a 
atividade enzimática da enzima livre (controle) e a atividade detectada nos 
sobrenadantes, considerando a atividade da enzima livre como 100%. O 
mesmo cálculo foi realizado utilizando a quantificação de proteínas. A 
atividade detectada no derivado (enzima+suporte) não pôde ser utilizada 
para o cálculo de rendimento, pois após o processo de imobilização a 
enzima pode apresentar perda ou ganho de atividade (GARCIA-GALAN et 
al., 2011), e esse fenômeno pode gerar sub ou superestimação dos 
resultados. 
Adicionalmente, foram realizados géis de SDS-PAGE (metodologia 
descrita no Capítulo II) para análise do perfil de proteínas presente no 
sobrenadante da imobilização (enzimas não imobilizadas), objetivando a 
avaliação da eficiência do processo de imobilização. Não foi possível 
executar o mesmo com as amostras de enzimas imobilizadas, pois o suporte 
impediu a migração de proteínas durante a eletroforese. 
Os derivados, que apresentaram maiores taxas de imobilização foram 
selecionados para posteriores testes de determinação do efeito do pH e 
temperatura, termoestabilidade, efeito de inibidores, experimentos de 
cinética enzimática, ensaios de hidrólise, e de aplicação industrial da 
enzima. 
 
4. Resultados e discussão 
4.1. Taxas de imobilização das enzimas nos suportes 
A Tabela 4 apresenta as taxas de imobilização das enzimas nos 
suportes, evidenciando o rendimento da imobilização por atividade 
enzimática, por quantificação de proteínas, e a atividade enzimática por 









Tabela 4 - Taxa de imobilização da pectinase do extrato bruto e PEC2 em diferentes 
suportes e suas atividades enzimáticas após imobilização. 
 













Extrato bruto    
CM 36 74 3,8 
Glioxil 0 0 0 
MANAE 66 72 7,3 
Alginato ND ND ND 
PEC2    
CM 12 32 1,1 
Glioxil 0 0 0 
MANAE 98 100 4,5 
Alginato ND ND ND 
*  Triagem da enzima pectinase 
ND: não detectado 
 
Primeiramente, observa-se que tanto para a pectinase do extrato bruto, 
quanto para PEC2 não foi detectada imobilização ao suporte glioxil agarose. 
A ausência de imobilização provavelmente ocorreu devido às condições de 
reação. Para a imobilização em glioxil agarose é necessário um alto pH 
(pH=11) e, possivelmente, as enzimas não resistiram ao ambiente extremo e 
perderam sua atividade catalítica. Também não detectada imobilização de 
enzimas ao suporte alginato de cálcio. 
Analisando a amostra de pectinase do extrato bruto, consta-se que  o 
suporte MANAE-agarose foi o que apresentou o maior rendimento de 
imobilização por atividade enzimática. Nesse caso, a abordagem de 
imobilização é a adsorção física, através de interações de cargas positivas 
presentes no MANAE e cargas negativas presentes na enzima. Sabe-se que 
a maioria das pectinases de A. terreus apresenta ponto isoelétrico entre 3,0 
– 6,0 (SEMENOVA, et al., 2003; MANZANARES et al., 2000; KESTER et al., 
1994), de forma que em pH7, utilizado no experimento, ocorre a 
desprotonação dos grupamentos presentes nos aminoácidos, conferindo 
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uma carga global negativa para a enzima, e, consequentemente, 
proporcionando a imobilização ao suporte.   
Também se observa que, para a amostra de extrato bruto, os 
rendimentos de imobilização por atividade enzimática e por quantificação de 
proteínas são ligeiramente diferentes. Nesse caso, foi detectado um maior 
rendimento por quantificação de proteínas, um resultado esperado, visto que 
foi utilizada uma mistura enzimática, e outras proteínas presentes no extrato 
bruto podem ter se imobilizado ao suporte. 
Em relação à amostra PEC2 nota-se um alto rendimento de imobilização 
tanto por atividade enzimática, quanto por quantificação de proteínas. Nesse 
caso, os valores dos rendimentos são próximos, uma vez que a amostra 
está parcialmente purificada, e o conteúdo proteico é em grande parte 
composto pela enzima pectinase. 
Verifica-se que o suporte CM também apresentou rendimentos de 
imobilização razoáveis, tanto para a pectinase do extrato bruto, quanto para 
PEC2; no entanto, sua eficiência de imobilização foi inferior a do suporte 
MANAE. Esse resultado pode ser justificado pelo fato de que em pH7 as 
pectinases, que possuem ponto isoelétrico entre 3,0 - 6,0, não apresentavam 
uma alta densidade de cargas positivas disponíveis para interação com as 
cargas negativas presentes no CM, culminando em baixos percentuais de 
imobilização. No entanto, foi detectada imobilização de enzimas, ainda que 
baixa, provavelmente devido à presença de outras isoformas de pectinases 
com pontos isoelétricos distintos, e pela possível formação de bolsões de 
cargas na superfície das enzimas. 
Chauhan e colaboradores (2015) imobilizaram uma pectinase comercial 
por adsorção física no suporte celite e obtiveram um rendimento de 
imobilização de 43,18%. Oliveira e colaboradores (2018) realizaram um 
estudo de imobilização de uma pectinase de A. aculeatus em suporte de 
alginato e atingiram um rendimento de imobilização de 56,71%. Como 
demonstrado pela Tabela 5, os rendimentos de imobilização alcançados no 
presente estudo são superiores aos relatados na literatura, indicando que o 
MANAE é um potencial candidato para estudos mais detalhados. 
Após a análise inicial das taxas de imobilização da pectinase do extrato 
bruto de A. terreus, foram realizados ensaios de atividade enzimática para 
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constatar se houve imobilização de outras enzimas presentes no extrato. A 
Tabela 5 apresenta os resultados de atividade enzimática de holocelulases 
obtidos a partir da amostra de extrato bruto não imobilizado (controle) e após 
imobilização. 
 
Tabela 5 - Atividade de holocelulases do extrato bruto de A. terreus não imobilizado e 











Extrato bruto antes da 
imobilização 
0,75 ± 0,006 0,24 ± 0,05 2,4 ± 0,12 2,3 ± 0,02 
Derivado 
(extrato bruto + 
MANAE-agarose) 
0,37 ± 0,06 0,09 ± 0,01 1,67 ± 0,04 0,23 ± 0,04 
 
Observa-se que o derivado apresentou atividades de CMCase, 
mananase, xilanase e pectinase, sendo a última predominante, indicando a 
imobilização de todas essas enzimas ao suporte.  Entretanto, observa-se 
uma diminuição significativa das atividades de CMCase, mananase, e 
xilanase após processo de imobilização. A redução de atividade dessas 
enzimas foi de 51, 62,5 e 90% respectivamente para CMCase, mananase e 
xilanase. A partir desses dados é possível supor duas hipóteses para as 
reduções de atividade observadas.  
A primeira hipótese seria que as enzimas se ligaram ao suporte, mas 
perderam sua atividade catalítica após a imobilização.  A literatura relata que 
durante o processo de ligação ocorrem novas interações entre a enzima e o 
suporte, e essas novas interações podem culminar na mudança da 
configuração do catalisador, gerando redução ou perda de atividade 
(GARCIA-GALAN et al., 2011). A segunda hipótese seria que o suporte 
MANAE-agarose estaria atuando como matriz de imobilização e purificação 
de enzimas, simultaneamente. Shah e Gupta (2008) relataram esse 
fenômeno quando realizaram um estudo de imobilização de uma preparação 
comercial de xilanase não purificada em nanotubos de carbono.  
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Para a confirmação desta hipótese foram realizadas análises do perfil de 




Figura 16 - Gel de eletroforese em condições desnaturantes. (A) Marcador de massa 
molecular, (B) Extrato bruto, (C) Sobrenadante da imobilização do extrato bruto em 
MANAE-agarose. 
 
Após análise do perfil de proteínas é possível confirmar a hipótese de 
que o MANAE-agarose estaria atuando como suporte de imobilização e 
purificação de proteínas, uma vez que é possível notar um perfil abundante 
de bandas no sobrenadante da imobilização (Figura 16 C), que corresponde 
às proteínas não imobilizadas. De certo modo, a resina promove uma 
“limpeza” da amostra, proporcionando uma purificação parcial, com atividade 
predominante de pectinase, como corroborado pelo dados da Tabela 5. 
Através da análise do perfil de proteínas por SDS-PAGE também foi 
possível reafirmar a alta eficiência de imobilização de PEC2 ao MANAE-







Figura 17 - Gel de eletroforese em condições desnaturantes. (A) Marcador de massa 
molecular, (B) PEC2, (C) Sobrenadante da imobilização PEC2 em MANAE. 
 
Observa-se a ausência de bandas no sobrenadante da imobilização 
(Figura 17 C), indicando a ausência de proteínas. Dessa forma, pode-se 
afirmar que praticamente todas as proteínas presentes em PEC2 foram 
imobilizadas ao suporte, corroborando os altos rendimentos de imobilização 
apresentados na Tabela 4 (98 e 100%). 
Considerando os resultados apresentados, o MANAE-agarose foi 
selecionado como suporte de imobilização para os experimentos de 
caracterização das enzimas livre e imobilizada, já que apresentou a melhor 
eficiência e rendimento de imobilização. 
 
5. Conclusões e perspectivas futuras 
O screening de suportes e o estabelecimento de abordagens de ligação 
são uma importante etapa do processo de imobilização. Nesse capítulo foi 
possível concluir que o suporte MANAE-agarose mostrou-se um bom 
candidato para imobilização da pectinase. Embora o CM tenha alcançado 
consideráveis rendimentos de imobilização, o MANAE apresentou melhores 
resultados. Agregado a isso, o suporte MANAE pode ser facilmente 
sintetizado em laboratório, ao contrário do CM, um material comercial de alto 
custo.  
O MANAE também atingiu rendimentos de imobilização superiores aos 
relatados em outros trabalhos descritos na literatura. Adicionalmente, esse 
 89 
 
suporte mostrou uma capacidade de agir como agente de imobilização e 
purificação de enzimas, de maneira simultânea, agregando valor ao 
processo. Dessa forma, o MANAE-agarose foi eleito para os posteriores 
estudos de caracterização e aplicação da enzima imobilizada. 
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Capítulo V: Caracterização das 











Após o screening de suportes, estabelecimento  do protocolo de 
imobilização, e análise da eficiência e rendimento do método, é de suma 
importância a caracterização e comparação entre enzima livre e imobilizada. 
Essa etapa do estudo é determinante para a avaliação da aplicabilidade das 
enzimas imobilizadas na indústria. 
Ainda que, na teoria, a imobilização possa promover inúmeras 
vantagens operacionais ao processo de biocatálise, é importante 
compreender que fatores como a abordagem de imobilização, química da 
enzima, natureza do suporte e tipo de aplicação podem interferir no 
comportamento apresentado pela enzima (RODRIGUES et al., 2013; WANG 
et al., 2010; MATEO et al., 2007; GUISAN, 2006; KIM et al., 2006). 
Nessa perspectiva, deve-se ter em mente que para cada produção 
específica deve-se avaliar a relação custo vs benefício do processo de 
imobilização (SHANMUGAM and SATHISHKUMAR, 2009). Se para 
determinada aplicação é imprescindível o controle das condições do meio 
(pH, temperatura, termoestabilidade), para outras este controle é irrelevante, 
sendo prioridade o aumento da produtividade (alta atividade catalítica e 
geração de produtos).  
Dessa forma, é essencial traçar os objetivos prioritários para cada 
aplicação específica, analisando sempre a relação custo vs benefício que a 
imobilização pode proporcionar. Somente dessa maneira a aplicação de 
enzimas imobilizadas pode se tornar uma realidade viável para uso em 
biorrefinarias (ANEXO I), indústrias têxteis, alimentícias, farmacêuticas, 
biomédicas, entre outras. 
Visando o potencial de aplicação de pectinases imobilizadas na indústria 
de sucos e bebidas, este capítulo focou no estudo de caracterização das 








2. Objetivos específicos 
 Caracterizar e comparar as enzimas livre e imobilizada quanto ao efeito 
na atividade enzimática frente ao pH, temperatura, termoestabilidade, 
inibição por íons e composto fenólicos, e cinética enzimática. 
 Comparar as enzimas livre e imobilizada quanto ao potencial de 
sacarificação através da hidrólise da pectina. 
 Realizar testes de reuso da enzima imobilizada. 
 Caracterizar fisicamente o processo de imobilização. 
 Aplicar e comparar a eficiência das enzimas livre e imobilizada na 




Os experimentos de caracterização foram realizados tanto para as 
enzimas não imobilizadas (livres), quanto para as enzimas imobilizadas 
(derivados), para fins de comparação. As amostras enzimáticas utilizadas 
foram o extrato bruto de A. terreus e a pectinase parcialmente purificada – 
PEC2 (Capítulo II). O suporte utilizado para imobilização foi o MANAE-
agarose. 
 
3.2. Determinação do efeito do pH na atividade enzimática 
Para determinação o efeito do pH na atividade enzimática, as amostras 
de enzimas livre e imobilizada foram avaliadas na presença de tampões de 
diferentes valores de pH no intervalo de 3.0 - 9.0. Os tampões utilizados 
foram: acetato de sódio 50 mM (pH 3.0 - 6.0), fosfato de sódio 50 mM (pH 
6.0 - 7.5) e tris-HCl 50 mM (pH 7.5 - 9.0). Todos os tampões, 
independentemente do pH, foram ajustados para a mesma força iônica, com 
uso NaCl. A determinação do efeito do pH foi realizado através do método 
de DNS (MILLER, 1959). Os resultados dos ensaios de efeito do pH na 
atividade enzimática foram expressos como atividade relativa, considerando 
a maior atividade da enzima como 100% de atividade. 
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3.3. Determinação do efeito da temperatura na atividade enzimática 
Para avaliação o efeito da temperatura na atividade enzimática foram 
realizados ensaios enzimáticos com as amostras de enzimas livre e 
imobilizada, alterando a temperatura de incubação de 30°C a 80°C. A 
determinação do efeito da temperatura foi realizada através do método de 
DNS (MILLER, 1959). Os resultados dos ensaios foram expressos como 
atividade relativa, considerando a maior atividade da enzima como 100%. 
 
3.4. Termoestabilidade 
O estudo da termoestabilidade das enzimas livre e imobilizada foi 
realizado através da pré-incubação das amostras a 40 e 50ºC, com retirada 
de alíquotas em tempos diferentes, por um período máximo de 48 horas. A 
atividade enzimática foi determinada da mesma forma descrita nos itens 3.2 
e 3.3. Os resultados dos ensaios de termoestabilidade foram expressos 
como atividade relativa. 
 
3.5. Determinação de parâmetros cinéticos 
Para a determinação da constante de Michaelis-Mentem (Km) e da 
velocidade máxima de reação (Vmáx), foram realizados ensaios de atividade 
enzimática com pectina solúvel. Foram utilizadas soluções de pectina da 
casca de frutas cítricas, com concentrações variando de 1 a 30 mg/mL. A 
determinação dos parâmetros cinéticos foi realizada pelo método de 
regressão não linear Enzifitter (LEATHERBARROW, 1999). 
 
3.6. Determinação do efeito de íons e compostos fenólicos 
Foi investigado o efeito de íons metálicos (K+, Na+, Co2+, Ca2+, Cu2+, 
Fe2+, Hg2+, Mg2+, Mn2+, Zn2+, Fe3+), do SDS, EDTA, DDT e β- 
mercaptoetanol, sobre a atividade das enzimas. As amostras foram pré-
incubadas a temperatura ambiente por 20 minutos na presença desses 
compostos, em concentrações de 1 e 10 mM. Como controle, as amostras 
foram incubadas em água destilada. Após o período de incubação, as 
atividades enzimáticas foram avaliadas, e os resultados expressos em 
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atividade relativa, onde o valor de 100% correspondeu aos resultados 
obtidos do controle. 
Também foi analisado o efeito de inibição enzimática causado pelos 
compostos fenólicos ácido ferúlico, vanilina, ácido cinâmico, ácido p-
cumárico, ácido 4-hidróxibenzóico e ácido tânico. Para os experimentos 
foram utilizadas soluções dos devidos compostos na concentração de 1 
mg/mL. As atividades foram determinadas a partir de ensaio enzimático de 
DNS, e expressas em atividade relativa. Como controle, foram utilizadas 
amostras acrescidas de água ou etanol. 
 
3.7. Caracterização física da amostra de enzima imobilizada 
As caracterizações física e biofísica da imobilização enzimática foram 
realizadas através do emprego de quatro métodos: microscopia eletrônica de 
varredura (MEV), espectroscopia Raman, espalhamento dinâmico de luz 
(DLS) e espectroscopia de infravermelho (FTIR). 
A microscopia de varredura foi realizada no Laboratório de Microscopia e 
Microanálise do Instituto de Ciências Biológicas, na Universidade de Brasília, 
sob a supervisão da Profª. Drª. Sônia Bao. As amostras de enzima 
imobilizada em MANAE-agarose e do suporte MANAE-agarose livre foram 
ressuspendidas em tampão fosfato 10 mM na concentração de 1:10, 
depositadas no stub de amostras, e metalizadas em equipamento Sputter 
Coater SCD 050 (Balzers, Alemanha). Posteriormente, as imagens foram 
obtidas no microscópio eletrônico de varredura modelo JMS 7001F (JEOL, 
Japão) utilizando voltagem de 15 kV. 
 
3.8. Hidrólise enzimática 
Os experimentos de hidrólise foram realizados somente com a amostra 
de extrato bruto de A. terreus, dado que, para aplicações industriais, o uso 
de enzimas purificadas ou semi-purificadas não é justificado do ponto de 
vista econômico.  
A hidrólise enzimática foi realizada em micro-tubos de 1,5 mL, com 
volume final de reação de 1,0 mL. Aos tubos foi adicionado o substrato - 
pectina de casca de frutas cítricas (SigmaAldrich, EUA) - na concentração de 
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1% (m/v), e uma carga de proteínas correspondente a 2 mg/g de substrato.  
As amostras foram incubadas a 40ºC com agitação de 950 rpm. Foram 
retiradas amostras nos intervalos de 1, 3, 6, 9, 24, 48 e 72 horas, para a 
análise da produção de açúcares redutores pelo método de DNS (MILLER, 
1959). Todo o experimento foi realizado em triplicata, tendo como controle 
uma amostra enzimática em tampão fosfato de sódio 10 mM pH 7.  
As análises estatísticas foram realizadas utilizando o pacote estatístico R 
versão 3.5.2. Os dados foram submetidos ao Teste t de Student, utilizando 
intervalo de confiança de 95%. 
 
3.9. Teste de reuso da enzima imobilizada 
Os experimentos de reuso da enzima imobilizada seguiram a mesma 
metodologia de hidrólise descrita no item 2.7, entretanto foi pré-estabelecido 
um tempo fixo de 1 hora de bateria de hidrólise. Após a primeira bateria, 
foram coletadas alíquotas para quantificação dos açúcares redutores. 
Posteriormente, as amostras foram centrifugadas a 5.000 rpm por 5 minutos 
e o sobrenadante, contendo o substrato e os açúcares produzidos, foi 
descartado. Em seguida, as amostras foram lavadas com tampão fosfato de 
sódio 10 mM e centrifugadas novamente. A etapa de lavagem foi repetida 3 
vezes para garantir a remoção do substrato e açúcar remanescente. Por fim, 
adicionou-se novamente o substrato à amostra de enzima imobilizada, e foi 
realizada nova bateria de 1 hora de hidrólise. Esse processo foi repetido 
sucessivas vezes, até não ser detectada a produção de açúcares redutores. 
   
3.10. Experimento de redução de viscosidade de polpas de frutas 
Para avaliar uma possível aplicação industrial das enzimas não 
imobilizadas e imobilizadas, foi determinado o efeito da ação enzimática na 
redução de viscosidade da polpa de goiaba-vermelha (Psidium guajava L), 
conforme protocolo modificado de Surajbhan e colaboradores (2012). Os 
experimentos foram realizados apenas com as amostras de extrato bruto de 
A. terreus, visto que, para uma possível aplicação industrial não seria 
economicamente viável utilizar a enzima parcialmente purificada. 
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 A viscosidade foi determinada utilizando um viscosímetro rotacional 
digital da marca Brookfield, modelo DV-E (Brookfield Engineering, 
Stoughton, MA, USA) equipado com cilindros de diâmetros diferentes 
(spindles). Para a polpa de goiaba foi utilizado um cilindro número 3 
(referencia RV-3) a 60 rpm. 
A polpa foi produzida no laboratório utilizando um liquidificador caseiro 
simples. A proporção utilizada foi de 1:1 (m/v) de fruta e água destilada. 
Após a maceração, a polpa foi peneirada e acondicionada em frascos do tipo 
erlenmeyer de 250 mL, contendo 100 mL de polpa. A cada frasco foi 
adicionada as enzimas livre e imobilizada, seguindo dois padrões de 
concentração (por atividade e por proteína). No primeiro teste foram 
utilizados 5 U da enzima pectinase para 100 mL de polpa, e no segundo, 50 
µg de proteína para 100 mL de polpa. Por fim, as amostras foram incubadas 
a 40°C e 180 rpm, durante 60 minutos. 
Após o período de incubação, procedeu-se a inativação enzimática 
aquecendo o material a 97°C por cinco minutos. Posteriormente, foi 
realizado o resfriamento por imersão em água, até atingir 28°C e, finalmente, 
foram realizadas as leituras de viscosidade. Os experimentos foram 
realizados em triplicata, utilizando-se para cada repetição uma nova 
amostra. O controle foi feito com a substituição da enzima pelo tampão 
fosfato de sódio, 10 mM pH 7.0, nas mesmas condições do ensaio. 
As análises estatísticas foram realizadas utilizando o pacote estatístico R 
versão 3.5.2. Os dados foram submetidos ao Teste t de Student pareado, 
para avaliação da viscosidade antes e após o tratamento enzimático, e à 
ANOVA one-way e post-hoc Teste Tukey, para avaliação da diferença entre 
amostras. Todas as análises utilizaram intervalo de confiança de 95%. 
 
4. Resultados e discussão 
4.1. Determinação do efeito do pH na atividade enzimática 
A Figura 18 apresenta o efeito do pH sobre as atividades enzimáticas da 
pectinase parcialmente purificada (PEC2) livre e imobilizada em MANAE-
agarose. É importante ressaltar que todas as vezes que for citado e termo 




Figura 18 - Efeito do pH na atividade de PEC2 livre ( ) e imobilizada em MANAE-
agarose ( ). 
 
Tanto a enzima livre, quanto a imobilizada apresentaram maiores 
retenções de atividade na faixa de pH 3.5 - 6.0. Esse resultado era 
esperado, uma vez que os fungos, principalmente do gênero Aspergillus, são 
descritos na literatura como produtores de pectinases ácidas, justificando as 
altas atividades enzimáticas nesta faixa de pH (HEERD et al., 2012; 
KASHYAP et al., 2001). Entretanto, nota-se que a enzima livre apresentou 
maior atividade relativa em pH’s 5.5 - 6.0, enquanto a enzima imobilizada em 
pH 4.0.  
A alteração no pH de maior atividade após o procedimento de 
imobilização é frequentemente relatado na literatura para pectinases 
imobilizadas em diferentes suportes (RAJDEO et al., 2016; CHAUHAN et al., 
2015). Entretanto, no presente estudo houve um deslocamento de 
aproximadamente 2.0 pontos na faixa de pH. Dai e colaboradores (2018) 
realizaram um estudo de imobilização de uma pectinase em suportes de 
alginato de sódio e óxido de grafeno, e analisaram o efeito do pH na 
atividade enzimática após imobilização. O pH de maior atividade da enzima 
livre foi de 4.5, já para a enzima imobilizada houve um deslocamento de 
apenas 0.5 ponto, atingindo, como no presente estudo, pH 4. 
A mudança no pH de maior atividade observada para a  enzima 
imobilizada pode ser explicada pelo fato do suporte proporcionar a formação 
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propiciar a estabilização física da estrutura molecular da proteína, fatos que 
consequentemente minimizam os efeitos da temperatura e pH extremo na 
ruptura de interações e no desdobramento de estruturas secundárias e 
terciárias da enzima (DICOSMIO et al., 2013; BALCÃO et al., 1996). 
Essa alteração no pH pós-imobilização pode implicar na utilização da 
enzima imobilizada em aplicações diversas, como na clarificação e redução 
da viscosidade de bebidas ácidas (suco de laranja, limão e vinhos).  
Os resultados em pH 3.0 e 9.0 não foram apresentados, pois houve a 
formação de agregados que interferiram nas leituras de absorbância, 
tornando os dados não confiáveis. 
A Figura 19 apresenta o efeito do pH na atividade enzimática da 
pectinase do extrato bruto. 
 
 
Figura 19 - Efeito do pH na atividade da pectinase do extrato bruto livre ( ) e 
imobilizada em MANAE-agarose ( ). 
 
Observa-se que, como no caso anterior, as maiores retenções de 
atividade foram detectadas em faixas mais ácidas de pH. Entretanto, para 
enzima livre a maior atividade enzimática foi em pH 5, e para enzima 
imobilizada nos pH’s 5.5 - 6.0. Nesse caso, a imobilização não teve um 
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4.2. Determinação do efeito da temperatura na atividade enzimática 
A Figura 20 apresenta o efeito da temperatura nas atividades de PEC2 
livre e imobilizada em MANAE. 
 
 
Figura 20 - Efeito da temperatura nas atividades de PEC2 livre ( ) e imobilizada em 
MANAE-agarose ( ). 
 
Para a amostra de pectinase parcialmente purificada, tanto a enzima 
livre, quanto a imobilizada apresentaram sua maior retenção de atividade a      
65ºC, não havendo mudança na temperatura de maior atividade da enzima 
após a imobilização. Além disso, quando comparado à enzima imobilizada, o 
homólogo livre apresentou maiores retenções de atividade em todas as 
faixas de temperatura. 
No entanto, para a amostra de pectinase do extrato bruto (Figura 21) 
observa-se uma alteração nos padrões de efeito da temperatura na atividade 



































Figura 21 - Efeito da temperatura nas atividades da pectinase do extrato bruto livre        
( ) e imobilizada em MANAE-agarose ( ). 
 
Embora, novamente, a enzima livre tenha apresentado maiores 
retenções de atividade em quase todas as faixas de temperatura, houve uma 
alteração de 5ºC na temperatura de maior atividade da  enzima após o 
processo de imobilização. A temperatura de maior atividade da enzima livre 
foi em 60ºC, enquanto que da enzima imobilizada foi em 65ºC. Esse 
deslocamento de 5ºC pode ser relevante para a aplicação em processos 
industriais que ocorram em altas temperaturas. 
Chauhan e colaboradores (2015) relataram um aumento de 5°C na 
temperatura de maior atividade de uma pectinase quando imobilizada em 
suporte celite. No entanto, a pectinase imobilizada do estudo citado 
apresentou maior atividade a 45°C, temperatura inferior à demonstrada pela 
pectinase imobilizada em MANAE-agarose (65°C). 
 
4.3. Termoestabilidade 
Os resultados de termoestabilidade a 40ºC da pectinase parcialmente 


































Figura 22 - Teste de termoestabilidade da PEC2 livre ( ) e imobilizada em MANAE-
agarose ( ), em 40ºC de pré-incubação. 
 
Observa-se que a enzima livre atingiu seu tempo de meia-vida com 2 
horas de incubação, enquanto a enzima imobilizada suportou 6 horas até 
atingir sua meia-vida. Dessa forma, a imobilização proporcionou uma 
melhora de 200% na termoestabilidade da enzima a 40ºC. Além disso, 
observa-se que a enzima imobilizada, quando comparada à enzima livre, 
apresentou maiores retenções de atividade em função do tempo de 
incubação. 
Chauhan e colaboradores (2015) realizaram um estudo de imobilização 
de uma pectinase comercial no suporte celite e avaliaram a 
termoestabilidade da enzima a 40ºC. O tempo de meia-vida da enzima livre 
foi de aproximadamente 3 horas, e da enzima imobilizada aproximadamente 
4 horas, havendo uma melhora de apenas 133% na termoestabilidade após 
imobilização. Os resultados apresentados no presente trabalho são 
superiores aos relatados por Chauhan (2015). 
Vários estudos sugerem que a imobilização promove um aumento da 
estabilidade térmica da enzima, uma vez que o suporte favorece a formação 
de um arcabouço que protege a enzima contra os processos de 
desdobramento da sua estrutura ocasionados pelo aumento da temperatura 
e exposição prolongada a altas temperaturas (MATEO et al., 2007; BALCÃO 

































A  melhoria da termoestabilidade de enzimas é muito almejada pelas 
indústrias de bioprocessos, pois ela proporciona a manutenção da atividade 
catalítica da enzima mesmo após longos períodos de incubação. A 
otimização dessa característica gera a redução dos custos brutos com 
enzimas, barateando o processo industrial global. 
Os dados de termoestabilidade para a pectinase do extrato bruto são 
apresentados na Figura 23.  
 
 
Figura 23 - Teste de termoestabilidade da pectinase do extrato bruto livre ( ) e 
imobilizada em MANAE-agarose ( ), em 40ºC pré-incubação. 
 
Primeiramente observa-se um aumento da atividade relativa da enzima 
após a primeira hora de incubação. Esse aumento pode ser justificado por 
uma possível ativação térmica após incubação, gerando aumento da 
atividade enzimática. 
Novamente, nota-se que a imobilização proporcionou uma melhora na 
termoestabilidade da enzima. Após 4 horas de incubação a 40ºC a enzima 
livre apresentou apenas 28% da sua atividade catalítica, enquanto a enzima 
imobilizada apresentou 55% de retenção. Além disso, observa-se que a 
enzima imobilizada apresentou maiores retenções de atividade em função 































Os resultados obtidos sugerem uma possível aplicação das enzimas 
imobilizadas ao MANAE-agarose em processos industriais que necessitam 
de prolongados períodos de incubação. 
Os dados de termoestabilidade da pectinase do extrato bruto e de PEC2 
a 50ºC não foram apresentados, pois tanto as enzimas livres, quanto as 
enzimas imobilizadas não suportaram nem 5 minutos de incubação a essa 
temperatura, perdendo toda a sua atividade catalítica, impossibilitando a 
comparação de resultados. 
Analisando os resultados de determinação do efeito do pH, da 
temperatura e termoestabilidade das amostras enzimáticas é possível notar 
diferenças nos padrões quando se compara a pectinase parcialmente 
purificada e a pectinase do extrato bruto. Essas diferenças podem ser 
explicadas pelo fato de que o extrato bruto é uma amostra heterogênea, com 
presença de outras enzimas e outras proteínas que podem ter ação 
sinérgica ou antagônica, modificando o ambiente, reações  químicas, e, 
consequentemente o comportamento da pectinase. A amostra parcialmente 
purificada, pela quase ausência de outras proteínas e enzimas, está menos 
susceptível a alterações na sua cinética e comportamento. 
 
4.4. Determinação de parâmetros cinéticos 
Os parâmetros cinéticos para a pectinase do extrato bruto (PECEB) e 
pectinase parcialmente purificada (PEC2) livre e imobilizada são 
apresentados na Tabela 6. 
 
Tabela 6 - Parâmetros cinéticos de PEC2 e PECEB livre e imobilizada em MANAE-
agarose. 
 
Enzima Km (µg/mL) Vmáx (µg/min) 
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Observa-se que, após o procedimento de imobilização houve um 
aumento drástico nos valores dos parâmetros cinéticos tanto para a 
pectinase do extrato bruto, quanto para a pectinase parcialmente purificada. 
Sabe-se que a transferência de massa entre o substrato e as enzimas 
altera após o processo de imobilização, uma vez que a enzima não se 
encontra totalmente disponível, e com sua mobilidade intacta para o 
desempenho das reações catalíticas (RODRIGUES et al., 2013; GUISAN, 
2006). Dessa forma, quando se utiliza o procedimento de imobilização é 
importante levar em consideração as alterações nos parâmetros cinéticos 
geradas pela limitação de difusão do substrato.  
Adicionalmente, outros fatores como tipo do material do suporte de 
imobilização e a natureza da ligação, também são determinantes para a 
cinética enzimática (COONEY et al., 2011). O emprego de matrizes porosas, 
como no caso o MANAE-agarose, gera a introdução de uma resistência 
adicional à transferência de massa, afetando ainda mais os parâmetros 
cinéticos (NEIRA et al., 2017; COONEY et al., 2011). Em materiais não 
porosos essa resistência é significativamente menor, devido à facilidade de 
acesso da enzima ao substrato (NEIRA et al., 2017; COONEY et al., 2011). 
A natureza da ligação durante a imobilização também pode impactar a 
cinética enzimática, pois dependendo do tipo de ligação pode haver 
alterações nas estruturas secundárias e terciárias da proteína (DICOSMIO et 
al., 2013; BALCÃO et al., 1996). Ligações covalentes, apesar de mais 
estáveis, tendem a gerar maiores impactos na estrutura da enzima, 
enquanto interações por adsorção provocam menores alterações (ES et al., 
2015).  
Nesse contexto, o conhecimento da química de superfície da enzima, do 
suporte e da interação entre enzima e suporte é extremamente importante, 
pois possibilitam a previsão e prevenção de possíveis impactos negativos na 
atividade catalítica e cinética da enzima. 
Como já esperado, o Km das enzimas aumentou após o processo de 
imobilização. O aumento do Km pode ser explicado como resultado da 
limitação difusional e/ou por mudanças geradas na estrutura da proteína 
após a imobilização, gerando uma redução de afinidade da enzima pelo 
substrato. Resultados semelhantes são corriqueiramente relatados na 
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literatura (CERRETI et al., 2017; SPINELLI et al., 2013, SARIOGLU et al., 
2001). Além disso, os valores de Vmáx também aumentaram após a 
imobilização, demonstrando que a curva não atingiu seu estado de 
saturação para as enzimas imobilizadas. 
Apesar dos resultados alcançados não serem satisfatórios, eles são 
frequentemente relatados e explicados na literatura, além de representarem 
mais um indício de que a imobilização das enzimas de fato ocorreu, visto o 
aumento do valor de Km após imobilização. 
 
4.5. Determinação do efeito de íons na atividade enzimática 
A análise do efeito de ativação ou inibição de íons na atividade 
enzimática auxilia a presumir as possíveis interações que ocorrem no sítio 
catalítico e o mecanismo de ação das enzimas. 
A ativação enzimática por íons e outros compostos ocorre devido a 
mudanças na conformação e na estabilização do sítio catalítico da enzima, 
proporcionando um aumento da atividade enzimática. Além disso, alguns 
cátions podem agir diretamente no substrato, alterando suas propriedades, 
aumentando a afinidade da enzima pelo mesmo. Os íons ativadores mais 
relatados na literatura são Ca2+, Mg2+, Zn2+ e K+ (LOPINA, 2016). 
Já a inibição ocorre principalmente pela formação de complexos agente 
inibitório/enzima que geram a modificação de aminoácidos fundamentais 
para a atividade catalítica. Os principais íons com atividade inibitória são 
Hg+, Fe+, Cu+ (LOPINA, 2016). 
A Tabela 7 apresenta os resultados de efeito de íons e outros compostos 










Tabela 7 - Efeitos de íons e outros compostos (concentração de 1 e 10 mM) na 














1 mM               
FeSO4  
100 
55,06 ± 1,75 69,84 ± 10,63 
MgSO4  97,72 ± 4,36 91,71 ± 13,58 
MnCl2  103,55 ± 6,58 107,04 ± 8,98 
CaCl2  65,39 ± 2,79 84,79 ± 9,42 
CuSO4  73,40 ± 3,43 52,80 ± 4,45 
SDS  77,46 ± 2,40 74,08 ± 6,33 
ZnSO4  103,54 ± 3,36 65,22 ± 1,94 
EDTA  91,42 ± 10,31 68,24 ± 9,78 
β-mercapto  82,70 ± 2,57 43,76 ± 12,07 
DDT  85,83 ± 4,79 44,27 ± 1,63 
HgCl2  53,59 ± 3,66 23,57 ± 8,35 
MgCl2  96,48 ± 3,67 47,64 ± 8,48 
FeCl3  58,43 ± 2,95 31,78 ± 3,39 
ZnCl  79,40 ± 2,86 25,69 ± 9,12 
NaCl  73,98 ± 2,52 43,51 ± 6,43 
CuCl2  66,37 ± 2,16 14,43 ± 8,89 
KCl  100,27 ± 9,94 58,87 ± 1,86 
CoCl2  85,42 ± 4,96 51,32 ± 12,89 
10 mM               
FeSO4  
100 
77,37 ± 6,03 29,42 ± 9,60 
MgSO4  104,86 ± 4,20 79,76 ± 1,86 
MnCl2  102,27 ± 5,13 67,15 ± 2,39 
CaCl2  58,47 ± 4,57 38,36 ± 6,24 
CuSO4  30,66 ± 8,95 51,50 ± 2,98 
SDS  8,81 ± 5,12 0,00 ± 0,00 
ZnSO4  71,95 ± 5,55 90,71 ± 10,05 
EDTA  116,87 ± 7,73 73,20 ± 10,68 
β-mercapto  97,65 ± 10,29 51,84 ± 2,82 
DDT  89,05 ± 3,31 49,79 ± 3,97 
HgCl2  0,00 ± 0,00 0,00 ± 0,00 
MgCl2  95,68 ± 3,04 65,13 ± 4,89 
FeCl3  76,21 ± 9,20 96,64 ± 2,43 
ZnCl  69,10 ± 4,39 54,22 ± 5,49 
NaCl  112,24 ± 13,44 69,92 ± 5,94 
CuCl2  41,81 ± 9,33 247,47 ± 7,25 
KCl  101,66 ± 3,12 63,89 ± 8,07 




Analisando a concentração de 1 mM, observa-se que tanto a enzima 
livre, como a imobilizada foram inibidas pelos compostos FeSO4, CaCl2, 
CuSO4, SDS, β-mercaptoetanol, DDT, HgCl2, FeCl3, ZnCl, NaCl, CuCl2 e 
CoCl2. O efeito inibitório de Cu
2+ Fe2+, Co2+, Hg+ sobre pectinases é relatado 
em diversos trabalhos (JARAMILLO et al., 2015; RASHAD et al., 2011; 
CELESTINO et al., 2006; KLUG-SANTNER et al., 2006; KASHYAP et al., 
2001; KOBAYASHI et al., 2001). No entanto, um resultado inesperado foi a 
inibição da pectinase pelo íon Ca2+, uma vez que a literatura relata uma forte 
dependência de cálcio pelas pectato liases, e a ativação de pectina liases 
pelo mesmo (JAYANI et al., 2005). Todavia, a enzima imobilizada 
apresentou uma menor inibição ao Ca2+ e o Fe2+. 
A enzima imobilizada também apresentou inibição pelos íons Zn2+ e K+, 
enquanto a enzima livre manteve sua atividade estável frente aos mesmos. 
Saxena e colaboradores (2008) relataram um resultado similar ao imobilizar 
uma pectinase de A. niger em membranas de polietileno.  
Na concentração de 10 mM observa-se a inibição de ambas as formas 
(livre e imobilizada) pelos compostos FeSO4, FeCl3, CaCl2, CuSO4, SDS, 
DDT, HgCl2, MgCl2, ZnCl, ZnSO4 e CoCl2. Contudo, a enzima imobilizada 
em MANAE-agarose apresentou uma menor inibição ao CuSO4, ZnSO4 e 
FeCl3. A enzima imobilizada também sofreu inibição por Mg
2+, Mn2+, EDTA, 
β-mercaptoetanol, Na+ e K+, enquanto sua forma livre permaneceu com sua 
atividade praticamente inalterada em relação ao controle. Chahuan e 
colaboradores (2015) encontraram resultados similares ao imobilizar uma 
pectinase no suporte celite, constatando uma inibição significativa da enzima 
imobilizada frente aos íons Mg2+ e Mn2+, EDTA, β-mercaptoetanol e SDS.  
Nota-se que a enzima imobilizada apresentou uma alta ativação, de 
aproximadamente 147%, na presença do íon Cu2+, enquanto a enzima livre 
sofreu uma forte inibição, de aproximadamente 48%. De forma oposta, 
Chauhan e colaboradores (2015) notaram uma alta inibição da pectinase 
imobilizada em celite frente ao íon Cu2+. 
Alguns trabalhos de revisão de literatura sugerem que a imobilização 
promove uma maior estabilidade da enzima frente às condições do meio, 
inclusive frente à ação de compostos inibitórios. Isso ocorreria, pois a 
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enzima, quando imobilizada, encontra-se menos susceptível a formação de 
complexos com agentes de inibição (RODRIGUES et al., 2013; WANG et al., 
2010; MATEO et al., 2007; KIM et al., 2006). Entretanto, a maioria dos 
trabalhos experimentais não constatam resultados coerentes com a teoria.  
Os resultados aqui apresentados não revelaram um padrão homogêneo 
plausível para discussão. O comportamento das enzimas livre e imobilizada 
foi completamente heterogêneo, impossibilitando qualquer tipo de conclusão 
contundente. Dessa forma, são necessários estudos avançados sobre o 
mecanismo de ação da enzima, e sobre a química de reação envolvida no 
processo de imobilização para que se possam ter respostas mais 
conclusivas a cerca dessa análise.  
Os efeitos de íons e outros compostos na atividade da pectinase 






















Tabela 8 - Efeitos de íons e outro compostos (concentração de 1 e 10 mM) na 














1 mM               
FeSO4  
100 
57,00 ± 1,58 62,01 ± 4,99 
MgSO4  125,49 ± 1,42 225,33 ± 13,65 
MnCl2  127,16 ± 3,89 144,72 ± 8,14 
CaCl2  136,65 ± 4,20 185,10 ± 10,43 
CuSO4  108,30 ± 3,93 138,53 ± 9,61 
SDS  94,54 ± 4,10 114,09 ± 12,45 
ZnSO4  149,10 ± 3,00 154,34 ± 10,79 
EDTA  103,24 ± 5,14 146,05 ± 8,97 
β-mercapto  105,19 ± 5,70 81,48 ± 5,47 
DDT  119,77 ± 2,82 48,45 ± 7,40 
HgCl2  83,50 ± 3,71 28,51 ± 5,51 
MgCl2  119,43 ± 2,83 86,43 ± 5,29 
FeCl3  88,92 ± 4,05 83,58 ± 10,69 
ZnCl  101,71 ± 4,51 66,93 ± 8,24 
NaCl  119,77 ± 1,24 70,38 ± 3,65 
CuCl2  112,28 ± 0,97 66,34 ± 7,49 
KCl  135,70 ± 4,33 99,12 ± 5,92 
CoCl2  110,40 ± 1,93 67,10 ± 5,31 
10 mM               
FeSO4  
100 
88,16 ± 3,56 103,12 ± 6,94 
MgSO4  121,68 ± 4,29 114,41 ± 6,18 
MnCl2  127,19 ± 4,63 104,94 ± 6,12 
CaCl2  84,67 ± 2,04 58,21 ± 4,19 
CuSO4  44,21 ± 1,71 64,86 ± 4,75 
SDS  12,65 ± 0,58 32,90 ± 5,90 
ZnSO4  115,97 ± 1,54 79,63 ± 4,34 
EDTA  162,79 ± 7,59 92,60 ± 4,88 
β-mercapto  155,37 ± 7,91 82,58 ± 7,80 
DDT  117,92 ± 1,63 72,92 ± 8,92 
HgCl2  29,48 ± 2,78 0,00 ± 0,00 
MgCl2  128,05 ± 1,47 89,87 ± 6,39 
FeCl3  104,63 ± 2,38 116,43 ± 12,39 
ZnCl  99,22 ± 4,36 95,83 ± 13,28 
NaCl  118,83 ± 1,45 81,05 ± 4,73 
CuCl2  68,55 ± 10,16 58,95 ± 4,81 
KCl  130,48 ± 1,55 98,27 ± 5,10 




Na concentração de 1 mM verifica-se que as enzimas livre e imobilizada 
foram inibidas por FeSO4, HgCl2 e FeCl3. A forma imobilizada também 
apresentou inibição ao β-mercaptoetanol, DDT, MgCl2, ZnCl, NaCl, CuCl2 e 
CoCl2. Analisando os outros compostos, observa-se que houve uma 
ativação de ambas as formas, livre e imobilizada, por MgSO4, MnCl2, CaCl2, 
CuSO4, SDS, ZnSO4 e EDTA. Contudo, a enzima imobilizada apresentou 
uma maior taxa de ativação por estes compostos. 
Já na concentração de 10 mM, as enzimas livre e imobilizada foram 
inibidas por CaCl2, CuSO4, SDS, HgCl2 e CuCl2. Entretanto, a enzima 
imobilizada apresentou menores taxas de inibição para os compostos 
CuSO4 e SDS. A forma imobilizada ainda apresentou inibição por ZnSO4, 
EDTA, β-mercaptoetanol, DDT, MgCl2 e NaCl, enquanto a enzima livre 
apresentou ativação frente a estes compostos. Para o íon Co2+, a enzima 
imobilizada apresentou cerca de 108% de ativação, enquanto a enzima livre, 
apenas 13%. 
Novamente, não foi possível estabelecer um padrão de comportamento 
das enzimas devido à heterogeneidade dos resultados. 
 
4.6. Determinação do efeito de compostos fenólicos na atividade enzimática 
Sabe-se que o processo de pré-tratamento da biomassa gera compostos 
fenólicos solúveis que podem interagir com as proteínas através da 
formação de ligações covalentes e não covalentes, culminando na inativação 
ou inibição das enzimas (KROLL, 2003). 
A Tabela 9 apresenta o efeito de compostos fenólicos na atividade da 










Tabela 9 - Efeitos de compostos fenólicos na atividade enzimática da pectinase do 













136,64 ± 6,73 159,30 ± 5,18 
Vanilina 47,43 ± 5,30 597,59 ± 15,05 
Ácido cinâmico 147,54 ± 8,35 96,10 ± 3,39 
Ácido ferúlico 190,55 ± 10,27 311,15 ± 8,42 
Ácido p-cumárico 156,22 ± 9,26 96,74 ± 6,54 
Ácido 4-
hidroxibenzóico 
104,29 ± 1,75 135,71 ± 7,27 
 
Nota-se que a vanilina foi o único composto fenólico que inibiu a 
pectinase (não imobilizada); todos os outros compostos ativaram a enzima. 
Esses dados corroboram com os reportados por Jaramillo e colaboradores 
(2015), onde se verificou inibição da pectinase pela vanilina e ativação por 
ácido ferúlico, cinâmico e 4-hidroxibenzóico. 
Entretanto, na literatura são raros os relatos envolvendo a ativação de 
pectinases por compostos fenólicos. Wu e colaboradores (2010) relatam 
uma forte inibição da atividade de pectinase pelo composto ácido ferúlico. 
Gamble e colaboradores (2010) também descreveram a inibição de 
pectinase por diferentes compostos fenólicos produzidos pelo pré-tratamento 
de fibras de linho. 
Quando comparado à enzima livre, a forma imobilizada apresentou uma 
maior ativação enzimática para a maioria dos compostos. Esses dados 
revelam um potencial de utilização de enzimas imobilizadas em processos 
de sacarificação de biomassa lignocelulósica. 
Os resultados do efeito de compostos fenólicos na atividade da 
pectinase parcialmente purificada (PEC2) livre e imobilizada são 







Tabela 10 - Efeitos de compostos fenólicos na atividade enzimática da pectinase 














106,22 ± 2,46 257,89 ± 13,99 
Vanilina 90,44 ± 5,01 143,20 ± 9,17 
Ácido cinâmico 103,12 ± 1,11 83,26 ± 8,04 
Ácido ferúlico 159,60 ± 3,12 193,55 ± 10,58 
Ácido p-cumárico 130,60 ± 8,55 130,22 ± 8,81 
Ácido 4-hidroxibenzóico 123,09 ± 5,91 99,04 ± 5,47 
 
Nota-se, novamente, que a maioria dos compostos fenólicos ocasionou 
um aumento da atividade relativa das enzimas. No caso na vanilina, houve 
um efeito de inibição na enzima livre, como já constatado anteriormente. No 
entanto para a enzima imobilizada houve uma ativação frente a este 
composto. Para o ácido cinâmico, foi mantida a ativação da enzima livre, 
mas houve uma inibição da enzima imobilizada. Esses resultados foram 
satisfatórios quando comparado ao obtido de Chauhan e colaboradores 
(2015), que verificaram a inibição de uma pectinase imobilizada em celite na 
presença de ácido cumárico e ferúlico. 
 
4.7. Caracterização física da enzima imobilizada: Microscopia eletrônica de 
varredura (MEV) 
Em imobilização enzimática, as caracterizações física e biofísica da 
amostra auxiliam na constatação e entendimento do processo de 
imobilização. Através de análises de microscopia é possível verificar se a 
imobilização da enzima ao suporte de fato ocorreu. Já por meio das análises 
de espectroscopia é possível avaliar quais as bases físico-químicas do 
processo de imobilização. 
Foram realizadas tentativas de análise por espectroscopia Raman, de 
infravermelho, espalhamento dinâmico de luz e microscopia eletrônica de 
varredura. Entretanto, a microscopia foi a única análise cujo foi possível 
obter-se dados, embora poucas conclusões possam ser feitas a partir dela. 
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A Figura 24 apresenta as imagens de MEV das amostras do suporte 
MANAE-agarose e da enzima imobilizada ao MANAE. 
 
 
Figura 24 - Microscopia eletrônica de varredura das amostras. (A) Suporte MANAE-
agarose, (B) Extrato bruto de A. terreus imobilizado em MANAE-agarose, (C) 
Pectinase parcialmente purificada imobilizada em MANAE-agarose. 
 
Na Figura 24 A é possível notar a presença de estruturas esféricas, 
polidispersas e com distribuição heterogênea de tamanho. Essas estruturas 
correspondem ao suporte MANAE, cujo a base principal é uma matriz de 
Sepharose organizada em forma de microesferas. Já nas Figura 24 B e C 
observa-se que essas estruturas estão organizadas de forma diferente, 
formando espécies de agregados. Essas imagens correspondem às 
amostras de enzima imobilizada ao suporte MANAE. Sugere-se que a nova 
estrutura organizacional das partículas seja devido ao processo de 
imobilização, onde a interação de cargas entre enzimas e suporte 
proporciona a formação espécies de agregados. Entretanto não é possível 
confirmar essa hipótese somente pelas micrografias. 
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A literatura sugere que as enzimas, quando imobilizadas, tendem a 
modificar a distribuição de tamanho das partículas do suporte e sua 
morfologia (MOHAMAD et al., 2015). Como a microscopia eletrônica de 
varredura não dispõe de resolução suficiente para detectar a presença de 
enzimas ligadas ao suporte, à caracterização da imobilização é feita 
indiretamente através das análises de distribuição de tamanho e morfologia 
do suporte de imobilização. Entretanto, essas análises não podem ser 
aplicadas para o presente estudo, pois o próprio suporte de imobilização 
possui uma distribuição de tamanho e morfologia extremamente 
heterogênea, tornando a metodologia inadequada para qualquer tipo de 
conclusão contundente. 
 
4.8. Hidrólise enzimática 
A Figura 25 apresenta o perfil de hidrólise enzimática da pectina de 
casca de frutas cítricas, utilizando a amostra de pectinase do extrato bruto 
de A. terreus livre e imobilizada em MANAE-agarose. 
 
 
Figura 25 – Perfil de hidrólise enzimática da pectinase do extrato bruto de A. terreus 
livre ( ) e imobilizada em MANAE-agarose ( ). 
 
Primeiramente, é possível notar que o perfil de liberação de açúcares 
pela enzima livre e imobilizada segue um padrão similar. Há uma liberação 
quase linear nas primeiras horas de hidrólise, com posterior estabilização a 







































perfil inicial de aumento linear seja devido ao alto nível de cooperação 
sinérgica entre enzimas que ocorre nos momentos inicias da hidrólise. No 
estágio final, essa sinergia tende a diminuir devido à alta disponibilidade de 
locais para ligação das enzimas ao substrato, estabilizando a curva de 
liberação de açúcares. 
Observa-se que a pectinase livre apresentou uma liberação de açúcares 
redutores estatisticamente maiores que a enzima imobilizada em todos os 
intervalos de tempo (p<0,05). No entanto, considerando o pico máximo de 
liberação de açúcares, nota-se que a enzima imobilizada atingiu sua 
liberação máxima em 24 horas, com uma taxa de 0,065 mg de açúcar por 
hora, enquanto a enzima livre atingiu esse pico com o dobro do tempo (48 
horas), e com uma taxa menor, de 0,053 mg de açúcar por hora. Dessa 
forma, por mais que a enzima imobilizada tenha produzido uma quantidade 
total de açúcares inferior, ela atingiu seu pico máximo de liberação mais 
rapidamente, sendo 22% mais eficiente em termos de velocidade de 
produção. Para a indústria é extremamente importante à utilização de 
enzimas que proporcionem uma hidrólise rápida, com alto rendimento, 
eficiência, e baixo custo (VAN DYK and PLETSCHKE, 2012; HU et al., 2011) 
 
4.9. Teste de reuso da enzima imobilizada 
O reuso de enzimas durante o procedimento de biocatálise é um dos 
pontos cruciais para a ampla utilização da tecnologia enzimática na indústria. 
A reciclagem das enzimas promove uma redução efetiva nos custos globais 
do processo de catálise enzimática, tornando mais viável à aplicação de 
enzimas na indústria (KAWAGUTI et al., 2006). 
Nesse contexto, foram realizados testes de reutilização da pectinase do 








Figura 26 - Experimento de reuso da pectinase do extrato bruto de A. terreus 
imobilizada em MANAE-agarose ( ). 
 
Nota-se que foi possível realizar 6 ciclos de hidrólise com a enzima 
imobilizada, podendo-se reutilizar a enzima até 4 vezes com efetiva 
produção de açúcares redutores. A enzima não imobilizada só pôde ser 
utilizada em um ciclo de hidrólise, não podendo ser recuperada 
posteriormente. Como apresentado nos resultados do tópico 4.8, a produção 
de açúcares redutores pela enzima livre após 1 hora de hidrólise, foi de 
apenas 0,50 mg/g de substrato. Somados todos os ciclos de reuso, a enzima 
imobilizada foi capaz de produzir 1,71 mg de açúcares redutores por grama 
de substrato. Isso representa um aumento de aproximadamente 242% na 
produção final de açúcares redutores.  
Oliveira e colaboradores (2018) realizaram um estudo de imobilização de 
uma pectinase de A. aculeatus em suportes de alginato. Eles relataram 6 
ciclos de reuso da enzima imobilizada com retenção de atividade de até 
50%. Sojitra e colaboradores (2017) imobilizaram uma pectinase em 
nanopartículas magnéticas de quitosana e reportaram uma atividade residual 
de até 85% após 7 ciclos de reuso da enzima. No entanto, nenhum dos 
estudos analisou e comparou a liberação de açúcares redutores entre 
enzima livre e imobilizada. 
Os resultados aqui obtidos revelam um grande potencial de utilização da 
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vez que foi possível reutilizar a enzima por até 6 ciclos de hidrólise com 
aumento significativo na produção de açúcares redutores. 
 
4.10. Redução da viscosidade de polpa de suco de goiaba 
As pectinases são enzimas amplamente empregadas nas indústrias de 
alimentos. Elas são extremamente úteis no processamento de frutas e 
vegetais, auxiliando nos processos de extração, maceração, liquefação e 
clarificação, promovendo a redução de viscosidade de polpas, sucos e 
néctar (NAIDU and PANDA, 1998). A redução da viscosidade também pode 
ser utilizada com técnica de presunção da atividade pectinolítica 
(MAIORANO et al., 1976). A partir desse cenário, foram realizados testes de 
redução de viscosidade da polpa do suco de goiaba utilizando as enzimas 
livre e imobilizada, visando uma possível aplicação na indústria de sucos e 
bebidas (Tabela 11). O pH inicial da polpa de goiaba era 4,05. 
 
Tabela 11 - Avaliação da redução da viscosidade da polpa de goiaba utilizando a 
pectinase do extrato bruto de A. terreus livre (PECEB) e imobilizada em MANAE-
agarose (PECEB-MANAE) nas concentrações de 5 U de pectinase e 50 µg de 
proteínas. 
 
Amostra Antes tratamento (Cp) Após tratamento (Cp) 
Controle a 1016 ± 8 1005 ± 9 
5 U   
PECEB b 996 ± 6 669 ± 10 * 
PECEB-MANAE c 1008 ± 6 537 ± 6 * 
50 µg   
PECEB a 1003 ± 8 978 ± 8 
PECEB-MANAE d 1007 ± 8 740 ± 9 * 
* Indica a diferença estatística na redução de viscosidade antes e após o tratamento 
enzimático (teste t de Student pareado, com intervalo de confiança de 95%).  
a,b,c,d
 Indicam diferença estatística na redução de viscosidade entre as amostras. Letras 
iguais significam que não houve diferença estatística, letras diferentes indicam que 
houve diferença (teste ANOVA one-way e post-hoc teste Tukey, com intervalo de 
confiança de 95%). 
 
O teste t de Student pareado revelou que após o tratamento enzimático 
houve uma redução de viscosidade significativa (p<0,05) na maioria das 
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amostras, exceto no controle e na amostra de pectinase do extrato bruto 
utilizando 50 µg de proteína. Na amostra de controle as enzimas foram 
substituídas por tampão fosfato de sódio pH7, e desta forma pode-se 
concluir que a incubação a 40ºC é uma variável que não contribuiu para a 
diminuição da viscosidade do suco, de modo que a redução observada para 
as outras amostras foram, de fato, devido a ação das enzimas pectinolíticas. 
Resumindo, na maioria das amostras enzimáticas, livre ou imobilizada, 
houve uma redução de viscosidade representativa, confirmando o potencial 
de utilização dessas enzimas na indústria de sucos e bebidas. 
As análises de ANOVA one-way e post-hoc teste de Tukey revelaram se 
houve diferença estatística na redução de viscosidade entre as amostras do 
controle, enzima livre e imobilizada. Não houve diferença significativa entre o 
controle e a amostra de pectinase do extrato bruto livre utilizando 50 µg de 
proteínas, no entanto, essas amostras se diferiram das demais. 
As amostras de PECEB livre e imobilizada utilizando 5U de enzima, e 
PECEB imobilizada utilizando 50 µg de proteína também apresentaram 
divergência estatística entre elas. Comparando enzima livre e imobilizada, foi 
possível notar que houve uma maior redução de viscosidade quando 
utilizada as enzimas imobilizadas (p<0,05). A partir desse dado é possível 
afirmar que a imobilização proporcionou uma maior produtividade ao 
processo, o que torna a tecnologia de imobilização uma ferramenta passível 
de aplicação em indústrias de sucos e bebidas. 
Outra análise importante diz respeito à padronização da carga de 
enzima/proteína utilizada no tratamento. Nas amostras em que foi utilizada 5 
unidades da pectinase houve maior redução de viscosidade que nas 
amostras onde foi utilizada 50 µg de proteínas (p<0.05). Esse resultado é 
consequência do fato de que quando se padroniza o tratamento por carga de 
proteínas, existem outras enzimas não pectinolíticas na amostra, de modo 
que a proporção de pectinases diminui, culminando numa menor redução de 
viscosidade da polpa. Dessa forma, é possível concluir que a padronização 
de carga por unidades de enzima é mais efetiva no processo de redução de 
viscosidade.  
A amostra que gerou uma maior redução de viscosidade da polpa foi a 
pectinase do extrato bruto imobilizada em MANAE-agarose utilizando 5 U da 
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enzima. Nesse caso houve uma redução de viscosidade de 
aproximadamente 47%. Alzate e Vargas (2002) imobilizaram uma 
preparação comercial a base de pectinase em suporte de quitina. Eles 
analisaram o perfil de redução de viscosidade da polpa de goiaba utilizando 
enzima livre e imobilizada. Ao contrário do presente estudo, eles relataram 
uma maior redução de viscosidade utilizando a enzima livre. Além disso, 
após 1 hora de incubação, a enzima imobilizada proporcionou uma redução 
de apenas 40% na viscosidade da polpa. 
Os resultados aqui apresentados revelam um potencial de aplicação das 
enzimas imobilizadas em MANAE-agarose na indústria de sucos e bebidas 
diversas. 
 
5. Conclusões e perspectivas futuras 
Diante dos resultados apresentados e discutidos é possível constatar 
que a imobilização da pectinase em MANAE-agarose de fato proporcionou a 
otimização de algumas características bioquímicas da enzima, modificando 
seu comportamento. Além disso, foi possível reutilizar a enzima imobilizada 
em até 6 ciclos de hidrólise. Como perspectivas futuras propõe-se otimizar o 
processo de reuso do enzima, visando a promoção de sistemas mais 
eficientes e com menor perda de enzimas. Para isso sugere-se a realização 
de estudos de dessorção da enzima em diferentes pH’s, e a criação de 
sistemas mistos de imobilização, utilizando o glutaraldeído, de forma a se 
alcançar sistemas mais estáveis. Com relação aos experimentos de 
aplicação industrial, foi possível constatar que a plataforma de imobilização 
proposta obteve relativo sucesso na redução de viscosidade da polpa de 
goiaba. Como perspectivas, sugere-se a realização de testes de reuso da 
enzima imobilizada na redução de viscosidade da polpa de goiaba. Por fim, 
conclui-se que a plataforma de imobilização estudada apresenta um 
potencial para aplicação na indústria. Adicionalmente, para uma real 
aplicação industrial da plataforma de imobilização, serão necessários 
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O presente trabalho objetivou o estudo de imobilização de enzimas 
visando o potencial de aplicação dessa plataforma nas indústrias. Através 
dos experimentos de produção e purificação parcial da enzima, e dos testes 
de triagem do suporte de imobilização, foi possível eleger a pectinase e o 
suporte MANAE-agarose como objetos de estudo.  
A base principal do trabalho focou na comparação das características e 
do comportamento apresentado pela enzima livre e imobilizada. Após as 
análises foi possível constatar que o processo de imobilização proporcionou 
uma mudança no comportamento da enzima frente ao pH, temperatura e 
termoestabilidade.  
A enzima imobilizada apresentou uma modificação no seu pH de maior 
atividade, alterando as condições ótimas de neutras para ácidas. Esse 
comportamento é muito útil para a aplicação das enzimas em processos que 
necessitam de pH’s mais ácidos, como por exemplo na redução de 
viscosidade e clarificação de bebidas ácidas, como sucos de frutas cítricas e 
vinhos. Após o processo de imobilização a enzima também alterou sua 
temperatura de maior atividade em 5ºC (de 60ºC para 65ºC), e melhorou em 
até 200% sua termoestabilidade a 40ºC, características que podem ser 
primordiais para procedimentos que necessitem de alta temperatura e 
prolongado tempo de reação. 
Por fim, os estudos de aplicação industrial revelaram um potencial de 
utilização da enzima imobilizada na redução de viscosidade de polpas e 
sucos de frutas. A enzima imobilizada proporcionou uma redução da 
viscosidade da polpa de goiaba em aproximadamente 47%, além de ter sido 
estatisticamente mais eficiente que seu homólogo livre.  
De fato, a tecnologia de imobilização parece ser muito promissora para 
aplicação na indústria, entretanto para um cenário mais realístico são 
necessários estudos adicionais que possam avaliar a eficiência da 
plataforma em escala industrial, além de testes de avaliação da toxicidade 






























O Anexo I apresenta um artigo de revisão publicado em 2018, na revista 
Biofuels, Bioproducts and Biorefining, fator de impacto 3,69 (Qualis A2). A 
revisão aborda o conceito de biorrefinaria, focando principalmente nas que 
utilizam a biomassa e empregam a tecnologia enzimática em sua planta. O 
artigo apresenta um panorama global e o status das atuais biorrefinarias no 
mundo. São discutidos os principais desafios enfrentados para o amplo 
emprego da tecnologia enzimática nessas indústrias, e são apresentadas as 
mais promissoras abordagens para superação dos mesmos. Nesse 
contexto, a imobilização enzimática é proposta como uma potencial 
ferramenta para aumento da produtividade e diminuição dos custos globais 
dos processos em biorrefinaria. Por fim, é proposto um modelo ideal de 
biorrefinaria integrada, dentro do conceito de economia circular. 
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